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von Entdeckung der Nukleinsäuren bis zum menschlichen Genom 
 
1869 wurden die Nukleinsäuren von Friedrich Miescher entdeckt. Die Entdeckung ist der 
Beginn der Geschichte von Desoxynukleinsäure (DNA) zur chemischen und biologischen 
Erforschung  
Oswald T. Avery und Mitarbeiter
1 wiesen 1944 aufgrund genetischer, chemischer und 
enzymatischer Analysen zum ersten Mal nach, daß die genetische Information in DNA 
enthalten ist. 1951 wurde es von Erwin Chargaff
2 nachgewiesen, daß das Verhältnis an 
Adenin (A) und Tymin (T) sowie an Guanin (G) und Cyosin (C) in der DNA konstant ist. 
Todd
3 publizierte 1952, daß Nukleoside über 5´-3´-Phosphordiesterbrücken verknüpft 
sind. 1953 wurde die helikale Struktur durch Röntgenstrukturanalysen von Rosalind 
Franklin
4 und Maurice Wilkins
5,6 an DNA-Fasern entdeckt. 
Schließlich wurde 1953 das 
Modell der DNA-Doppel-Helix 
von James D. Watson und 
Francis Crick
7 aufgrund der 
Chargaff-Regeln, den 
Ergebnissen von Todd und  
Röntgenstrukturanalysen von  
Abbildung 1.1 : DNA-Doppel-Helix                                 Rosalind Franklin und Maurice 
Wilkins vorgestellt (Abbildung 1.1). Zudem schlugen sie ein Modell für die Replikation von 
DNA vor
8 und  Matthew Meselson und Franklin W. Stahl
9 bestätigten 1958 die DNA-
Replikation experimentell. 
1961 haben H. Gobind Khorana, Robert W. Holley und Marshall W. Nirenberg
10-12 die 
Erforschung über die Entschlüsselung vom genetischen Code begonnen. Sie publizierten, 
daß die spezifische Übersetzung der mRNA in den natürlichen Aminosäuren eines 
Proteins durch Codons (Basentripletts), die die Aminosäuern codierten, durchgeführt wird.   12
  1968 haben Francis Crick und Leslie Orgel
13,14 auch vorgeschlagen, daß das erste 
Informationsmolekül RNA ist. Es ist als das sogenannte zentrale Dogma der 
Molekularbiologie bekannt. 1972 hat Harry Noller die Rolle von ribosomaler RNA in der 










Abbildung. 1.2 : Zentrales Dogma der Molekularbiologie (Erweitertes Schema des 
Informationsflusses in biologischen Systemen) 
 
Anfanger der 70er Jahre wurden die Restriktionsenzyme entdeckt. Damit kann DNA   
geschnitten und mittels Ligasen wieder neu verknüpft werden
15,16. Maxam und Gilbert
17 
haben die chemische Sequenziermethode entwickelt. Frederick Sanger
18 hat die 
enzymatische Sequenzierung entwickelt. Durch diese Entwicklung kann die 
Nukleosidabfolge der DNA-Sequenz bestimmt werden. 
1984 konnte die Replikation von DNA und RNA durch die Polymerasekettenreaktion 
(polymer chain reaction, PCR) durchgeführt werden
19-21. Die Methode zur chemischen 
Synthese von DNA bzw. RNA hat sich so schnell wie die enzymatischen Techniken 
entwickelt. Die Festphasensynthese-Technik wird durch diese Entwicklung erhalten. 
Damit kann DNA  und RNA schnell und leicht synthetisiert werden und hohe Ausbeute 
erhalten. 
Schließlich konnte  das ganze menschliche Genom 2000 durch die enzymatischen 
Sequenzierungsmethode nach Sanger sequenziert werden
22. Zudem wurden die Genome 
von Tier
23 und Pflanzenarten
24 z.B. Maus auch entschlüsselt. 
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2.1 Aufbau von Nukleinsäuren 
 
Zwei Typen von Nukleinsäuren kommen als Makromolekül in der Natur vor. Eine 
Nukleinsäure ist 2´-Desoxynukleinsäure (DNA) als ein Träger der genetischen Information 
und ein Zielmolekül von genetischen Methoden. Die Andere ist  Ribonukleinsäure(RNA), 







Abbildung 2.1 : Struktur von Nukleinsäuren 
 
Das Makromolekül DNA besteht aus einer Abfolge der miteinander verknüpften 2´-
Desoxyribonukleotide. In der RNA besteht das aus einer Abfolge der Ribonukleotiden.    14
2´-Desoxyribonukleotide und Ribonukleotide heißen die Verbindungen von Phosphat-
Resten und Nukleosiden, die  die heterozyklischen Basen und Zucker verknüpfen. In der 
DNA kommen  die vier verschiedenen 2´-Desoxyribonukleotide vor. Es sind 
Desoxyadenosin, Desoxyguanosin, Desoxycytidin und  Desoxythymin. In der RNA 
kommen Adenin, Guanosin, Cytidin und Uridin als Ribonukleotide vor. Jeder Zucker wie 
2´-Desoxy-D-ribose in der DNA und Ribose in der RNA sind durch 3´und 5´-
Phosphodiesterbindungen miteinander verknüpft. 
In der DNA kommen vier Arten von Basen vor. Es sind zwei Purinbasen, Adenin(A) und 
Guanin(G) und zwei Pyrimidinbasen, Cytosin(C) und Thymin(T). In der RNA kommt zwei 
Purinbasen, Adenin(A) und Guanin(G) und zwei Pyrimidinbasen, Cytosin(C) und Uracil(U) 
an Stelle des Thymin vor. Zudem sind Nukleobasen β-N-glycosidisch mit dem C1´-
Kohlenstoffatom der Zucker verknüpft. Die Nukleobasen besitzen verschiedene 
tautomere Formen, sowohl eine Keto-Enol- als auch eine Amino-Imino-Tautomerie. Aber 
kommen die Nukleobasen meistens als Amino- und Keto-Tautomer  in der Natur vor. 
In der Natur kommt DNA (B-Form) als Doppelhelix vor, die aus zwei Nukleotidsträngen 
besteht, die sich schraubenförmig (rechtsgängig) um eine Achse windet und gegenläufig 
(antiparallel) zueinander angeordnet ist. 3´,5´-Phosphodiesterbrücken,die die Nukleotide 
verbinden, und Zucker sitzen außen an der Helix, während  die Nukleobasen im Inneren 
der Helix sind. Zudem steht die Ringebene der Nukleobasen senkrecht auf der 
Helixachse, während die Zucker wiederum fast senkrecht zu den Nukleobasen 
angeordnet sind. 
Die Stabilität der DNA-Doppelhelix kann durch Wasserstoffbrücken zwischen den 
komplementären Basenpaaren als Watson-Crick Basenpaaren und π-  π-
Basenstapelungswechselwirkung wie hydrophobe Wechselwirkungen zwischen den 
Nukleobasen des gleichen Stranges erklärt werden. Sie werden näher in Kapitel 2.2.1 
beschrieben.  
Die beiden glykosidischen Bindungen stehen nicht diametral gegenüber, so daß die 
Basenpaare zwei Seiten, eine größere und kleinere Seiten haben. Sie heißen die große 
Furche und kleine Furche (Abbildung 2.2).  
Zudem wird die Struktur von DNA durch der Konfornation des Zuckers beeinflußt. Der 
Ribofuranosering ist nicht planar, so daß zwei Arten der Konformation vorkommen 
können. 
 





Abbildung 2.2 :  Die Seiten der großen und kleinen Furche. 
 
Die zwei Arten sind E-Konformation(envelope) und T-Konformation(twist). Die E-
Konformation bedeutet, daß vier Atome des Furanoserings in einer Ebene liegen und das 
fünfte Atom steht um ca. 0,5 Å nach oben oder unten aus der Ebene heraus. Die T-
Konformation wird genannt,wenn drei Atome des Furanoserings in einer Ebene liegen 
und zwei benachbarte Atome stehen eines nach oben und ein anderes nach unten aus 
der Ebene heraus. Wenn die Atome  in die Richtung auf C5´ stehen, heißt diese Form 
endo. Wenn die Atome  in die entgegengesetzte Richtung  zu C5´ stehen, heißt diese 
Form exo. In der DNA(B-Form) kommt C2´-endo- Konformation vor und in der RNA C3´-













Abbildung 2.3 :  Die Konformationen der Zucker, A : C2´-endo- Konformation B : C3´-
endo- Konformation. 
 
2-2  Stabilität der Doppelhelix 
 
2-2-1 Wasserstoffbrücken  
  
Die Doppelhelix wird durch Wasserstoffbrücken zwischen den komplementären 
Basenpaaren als Watson-Crick Basenpaaren  groß beeinflusst (Abbildung 2.4). In den 
Wasserstoffbrücken kommen Wasserstoffdonor und Wasserstoffakzeptor vor. Vom eine 
partielle negative Ladung besitzenden Wasserstoffakzeptor wird der Wasserstoff des 
Wasserstoffdonors angezogen. Die Wasserstoffdonoratome sind in der DNA-Doppelhelix 
ein Stickstoffatom mit kovalent gebundem Wasserstoff, d.h. sie sind NH-Gruppen im Ring 
der Basen und die exocyclischen NH2-Gruppen als H-Donoren. Als 
Wasserstoffakzeptoratom wirkt ein Sauerstoff- oder Stickstoffatom, d.h. sie sind 
Stickstoffatom im Ring der Basen und Keto(CO)-Gruppen als H-Akzeptoren. 
 
A 





Abbildung 2.4 : Watson-Crick Basenpaare durch der Wasserstoffbrücken  
 
Die Bindungsstärke (ca. 6-10kj/mol) der Wasserstoffbrücken ist stärker als van der Waals-
Bindungen und schwächer als kovalente Bindungen und der Abstand zwischen Donor 
und Akzeptor einer Wasserstoffbrücke liegt zwischen 2,8-3,0 Å. Aber die Vielzahl der 
Nukleobasen nehmen an der Wasserstoffbrückenbindungen entlang der DNA-
Doppelhelix teil, so daß die DNA-Doppelhelix stabil ist, obwohl die Wasserstoffbindungen 
schwächer als die normalen chemischen Bindungen sind.  
Durch die Wasserstoffbrücken halten die Adenin und Thymin(A/T) in der DNA und Adenin 
und Uracil(A/U) in der RNA bzw. Guanin und Cytosin(G/C) in beiden als komplementäre 
Nukleobasen zusammen. Die A/T- und A/U- Basenpaare bilden zwei Wasserstoffbrücken. 
Im Vergleich hierzu bildet das G/C-Basenpaar drei Wasserstoffbrücken und ist kompakter. 
Deswegen sind die G/C-Basenpaarungen an der Stabilität der Doppelhelix mehr als die 
A/T- und A/U- Basenpaarungen beteiligt.   18
Außer den Watson-Crick Basenpaaren gibt es Hoogsteen und Wobble Basenpaare   
(Abbildung 2.5). Hoogsteen Basenpaare sind zur Bildung von Tripelhelices und tRNA als 































Abbildung 2.5 : Hoogsteen (A) und Wobble (B) Basenpaare 
 
 2-2-2  π- π-Basenstapelungswechselwirkung  
 
Durch der π- π-Basenstapelungswechselwirkung ist die Doppelhelix auch stabilisiert. Da 
Desoxyribose und Phosphodiester flexible Bindungen bilden, können die Basenpaaren 
und benachbarten Basenpaare leicht nebeneinander ausgerichtet werden. Die π-π-
Basenstapelungswechselwirkung wie hydrophobe Wechselwirkungen werden zwischen 
den Nukleobasen des gleichen Stranges ausgebildet. Da die Nukleobasen und 
benachbarten Nukleobasen nicht übereinanderliegen, ist die Verschiebung dabei 
entstanden. Zudem liegen die Basen des Paares wegen der Propellerverdrehung der 












Abbildung 2.6 : Bewegungsmöglichkeiten von Nukleotiden und Nukleotidpaaren relativ 
zur Helix Achse   
 
2-3 DNA Strukturen 
 
2-3-1 Struktur von B-Form der DNA(B- DNA ) 
 
Die Struktur von B-DNA  ist ein typisches Modell der Watson-Crick-DNA Doppelhelix 
(Abbildung 2.7). Die Doppelhelix ist rechtsgängig aus antiparallelen Strängen und wird 
durch Wasserstoffbücken und π-π-Basenstapelungswechselwirkungen stabilisiert. Die 
große Furche ist  dabei breit und sehr tief sowie die kleine Furche sehr tief und eng. 
Zudem hat die Struktur eine Vorzugskonformation bei einer hohen Wasser-
Konzentration,die eng mit der strukturellen Stabilität zusammenhängt. In der großen und 
kleinen Furche kommen viele Wassermoleküle vor. Die Zuckerkonformation ist C2´-endo. 
Der Helixdurchmesser der B-DNA beträgt 2,37 nm und die Höhe pro Basenpaar 0,34 nm, 
die Ganghöhe 3,54 nm und die Anzahl der Basenpaare pro Helixwindung 10,4. Im 
Vergleich mit der Helixachse sind die Basenpaare um 1










Abbildung 2.7 : Struktur von B-DNA  
 
2-3-2 Struktur von A-Form der DNA (A-DNA) 
 
In der Struktur von A-DNA gibt es meisten RNAs und die RNA-DNA-Doppelhelix 
(Abbildung 2.8). Durch Dehydratisierung der B-DNA wird A-DNA erhalten, d.h. die 
Struktur hat eine Vorzugskonformation bei einer niedrigen Wasser-Konzentration.  
Die A-DNA ist kürzer als die B- und Z-DNA, hat eine breitere Gestalt als B-DNA und ist 
rechtsgängig aus antiparallelen Strängen, die durch Watson-Crick-Basenpaarung 





Abbildung 2.8 : Struktur von A-DNA 
 
Die große Furche ist  dabei eng und sehr tief sowie die kleine Furche ist sehr breit und 
flach. Die Zuckerkonformation ist C3´-endo. Der Helixdurchmesser der A-DNA beträgt 
2,55 nm und die Höhe pro Basenpaar 0,23 nm, die Ganghöhe 2,53 nm und die Anzahl 
der Basenpaare pro Helixwindung 11. In Vergleich mit der Helixachse sind die 
Basenpaare um 19
o stark geneigt. 
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2-3-3 Struktur von Z-Form der DNA (Z-DNA) 
 
Im Gegensatz zu der A- und B-DNA ist die Z-DNA linksgängig aufgebaut aus 
antiparallelen Strängen, die durch Watson-Crick-Basenpaarung zusammengehalten 
werden. Die auffallende Charakterisierung ist, daß die Phosphatgruppen im Rückgrat 






Abbildung 2.9 : Struktur von Z-DNA 
 
Die Z-DNA ist länger als die A- und B-DNA. Die große Furche ist  dabei flach und die 
kleine Furche ist sehr eng und tief. Der Helixdurchmesser der Z-DNA beträgt 1,84 nm und   23
die Höhe pro Basenpaar 0,38 nm, die Ganghöhe 4.56 nm und die Anzahl der Basenpaare 
pro Helixwindung 12. In Vergleich mit der Helixachse sind die Basenpaare um 9
o stark 
geneigt. 
In Tabelle 2.1 sind die Charakterisierungen von B-, A- und Z-DNA  zusammengefaßt. 
 
 B  A  Z 
Gestalt  zwischen A- und Z-
Typ 
am breitesten  am schmalsten 
Höhe pro Basenpaar  0,34 nm  0,23 nm  0,38 nm 
Helixdurchmesser 2,37  nm  2,55 nm  1,84 nm 









10,4 11  12 








große Furche  breit und ziemlich tief eng und sehr tief  flach 
kleine Furche  eng und ziemlich tief sehr breit und flach  sehr eng und tief 
           
Tabelle 2.1 :  Vergleich von  B-, A- und Z-DNA  (Stryer 2003)          
 
2-4 Strukturen von RNA 
 
Im Gegensatz zu DNA, die vier verschiedene 2´-Desoxyribonukleotide wie 
Desoxyadenosin, Desoxyguanosin, Desoxycytidin und  Desoxythymin  besitzt, Struktur 
von B-Form als Doppelhelix hat und durch Wasserstoffbrücken und π-  π-
Basenstapelungs wechselwirkung stabilisiert wird, hat RNA, die in Zellen vorkommt, 
Adenin, Guanin, Cytosin und Uracil  an Stelle des Thymin und Struktur von A-Form als 
Einzelstrang. Die Bildung von B-Form ist unmöglich, da eine Hydroxylgruppe an der 2´-  24
Position vorhanden ist. Sie würde bei der B-Form zu nahe an die Phosphatgruppe und an 
die nächste Nukleobase herankommen. Zudem ist RNA ein Einzelmolekül. Ohne den 
Gegenstrang kann die Helix durch Bindung der zwei komplementären Bereiche im 
Einzelstrang ausgebildet werden. RNA kann in drei Haupttypen eingeteilt werden, die 
messenger RNA (mRNA), die transfer RNA (tRNA) und ribosomale RNA (rRNA). 
Außerdem gibt es die kleinen regulatorischen RNAs (siRNA und miRNA). RNA macht ca. 
5-10% der Gesamtzellmasse aus.  mRNA, tRNA und rRNA betragen  ca 2-5% aller RNA, 
10-15% und 80-85% in der Zelle
27. Jede Art der RNA stellt eine charakteristische molare 
Masse und eine typische Basenzusammensetzung in Tabelle 2.2 dar. 
 
RNA Typ  Sedimentations-
koeffizient 
molare Masse  Anzahl der 
Nukleotidreste 
prozentualer 
Anteil an der 
Gesamt-RNA 
mRNA 6S-25S  25000-1000000 75-3000  2-5 












Tabelle 2.2 :  Eigenschaften der RNA-Typen aus E.coli
28 
 
2-4-1 Sekundärstruktur von RNA
29,30 
 
RNA-Doppelhelix kann sich durch die Selbstkomplementarität  von Einzelsträngen 
ausbilden, d.h. sie besitzt eine Sekundärstruktur und die Tertiärstruktur kann sich durch 
Wechselwirkung der Sekundärstrukturelemente ausbilden. Die Sekundär- und 
Tertiärstruktur sind oft für die Funktion entscheidend. Da die Sekundär- und 
Tertiärstruktur durch Wasserstoffbrücken stabilisiert wird, ist diese besser als der ohne 
Selbstkomplementarität ausgebildete Einzelstrang konserviert. Wenn die Struktur der 
RNA
31,32 eine Sekundärstruktur ist, kommen darin Haarnadelschleife(hairpin loops), 
Stamm(stem), Interne Schleife(internal loops), Auswölbung(bulges) und 
Kreuzungen(junctions) vor (Abbildung 2.10). 
 





Abbildung 2.10 : Sekundärstruktur von RNA, A : tRNA 
 
Die Haarnadelschleife(hairpin loops) als eine kurze Schleife besteht aus vier bis sieben 
Nukleotiden, die keine Basenpaare ausbilden, am Ende von doppelhelicalen Regionen 
stehen  und in der die Änderung der Richtung der Doppelhelix entsteht. Die Interne 
Schleife(internal loops) kommt auch in ungepaarten Nukleotiden liegenden Bereichen vor. 
Aber im Vergleich mit der Haarnadelschleife ändert die Schleife keine Richtung und 
anschließend verbindet sie sich mit dem Stamm(stem) zur Doppelhelix. Im Stamm(stem) 
bilden sich die selbstkomplementären Basenpaarungen zur A-Form ohne den 
Gegenstrang aus. Zudem gibt es andere Schleifen als die Auswölbung(bulges) und 
A  B   26
Kreuzungen(junctions) in der Sekundärstruktur. Die Auswölbung(bulges) bildet sich an 
der einen Seite des Paares wie bei der Doppelhelix aus. Die Kreuzungen(junctions) sind 
mit mehreren Stämmen - wie oben erwähnt – verbunden.  
 
2-4-2 Tertiärstruktur von RNA 
 
Wie oben erwähnt, bildet sich die Tertiärstruktur durch Wechselwirkung aus zwei oder 






Abbildung 2.11 : Tertiärstruktur von tRNA  
 
Die Struktur wie bei des DNA wird durch die komplementären Bildungen von 
Wasserstoffbrücken und Basenstapelungswechselwirkungen stabilisiert. Zum Beispiel ist 
der in ribosomaler RNA, Intron und RNase P vorkommende Pseudoknoten eine der 
bekanntesten Formen der Tertiärstruktur. Bei dem durch die 
Wechselwirkung(Basenpaarung) der Ribonukleotide von Haarnadelschleifen mit einem   27
komplementäre Sequenzen besitzenden und ungepaarten anderen Bereich von 
Einzelsträngen ein neuer Stamm und eine zweite Haarnadelschleife ausgebildet. Die 
Struktur als Tertiärstruktur ist sehr stabil.  
 
2-5 Die Expression der genetischen Information 
 
Von Francis Crick wurde das sogenannte zentrale Dogma der Molekularbiologie 
aufgestellt
13,14. Diese Aufstellung ist der Fluß der genetischen Information vom Gen zum 
Protein (Abbildung 2.12).  
Die Synthese von Proteinen verläuft in den Schritten der Transkription und Translation. 
Die Schritte liefern drei Hauptarten von RNA, die messenger-RNA (mRNA), ribosomale 
RNA und transfer-RNA.  
Bei der Transkription werden vier verschiedenen Ribonukleotide ( A, U, G und C ) mit 
Hilfe der DNA als Matrize und DNA-abhängige RNA-Polymerase (RNA-Polymerase) 
polymerisiert. Die RNA-Polymerase ist das ausführende Enzym der Transkription und 
benutzt Triphosphat-Ribonukleotide als Ribonukleotidbausteine, wie Adenosintriphosphat 
(ATP), Guanosintriphosphat (GTP), Cytidintriphosphat (CTP) und Uridintriphosphat 
(UTP), für Synthese von mRNA und baut diese Monophosphate in die RNA-Kette ein. Die 
genetische Information wird durch Basenpaarung von Nukleotidssequenzen eines 
Stranges einer DNA-Doppelhelix im Zellkern in die mRNA übersetzt
33. 
mRNA ist eine Matrize zur Synthese von Protein und trägt die Information aus dem 
Zellkern in das Cytoplasma und dient als Bauplan zur Synthese von Proteinen am 
Ribosom. Das Protein wird anschließend mittels tRNA synthetisiert. Das Ribosom ist ein 
rRNA-Proteinkomplex, ein Ribonukleoprotein. rRNA bildet Strukturelemente von 
Ribosomen und spielt eine katalytische Rolle in der Translation. tRNA ist ein 
Adaptormolekül zwischen mRNA und Aminosäuren. Alle tRNAs besitzen ein Aminosäure-
Akzeptor-Ende, es sich am 3´-Ende als eine Bindungsstelle für Aminosäuren befindet und 
ein Antikodon, drei Basen, mit dem die an der 3´-Ende von tRNA verknüpften 
Aminosäuren im Schritt der Translation sicher eingebaut werden. Der Transport von 
Aminosäuren kann mit tRNA in aktivierter Form zum Ribosom durchgeführt werden. Die 
Struktur von tRNA wird in Abbildung 2.10 von Kapitel 2.4.1 und Abbildung 2.11 von 
Kapitel 2.4.2 dargestellt.  
 





Abbildung 2.12 :  Zentrales Dogma der Molekularbiologie  
Im Schritt der Translation wird die in der mRNA kodierte Information in eine 
Proteinsequenz übersetzt. Die Funktion, die spezifische Übersetzung der mRNA in die in 
der Natur vorkommenden 20 verschiedenen Aminosäuren von Proteinen, wurde in den 
frühen 60er Jahren erforscht. Da die Kodons von mRNA Aminosäuren nicht erkennen 
können, wird das Antikodon als Adapterfunktion für die vorkommenden tRNAs am   29
Ribosom verwendet. Es ist bekannt, daß Basentripletts (Kodons) mRNA durch eine 
Verknüpfung zwischen den Kodons und Antikodons in die entsprechende Aminosäure 
übersetzen können
10,11,34. Um den Abbruch einer Sequenz zu codieren, codieren 
Basentripletts die Aminosäuren. Ein wichtiges Kodon ist AUG. Das ist ein Startkodon und 
codiert zudem für Methionin. Deswegen beginnen alle genetische Informationen mit 
diesem Kodon AUG, bzw. alle Translationen beginnen mit  Methionin als eine 
Aminosäure. Die Proteinkette wird durch Umlagerung von Aminoacyl-tRNA verlängert, 
d.h. die Aminoacylgruppen von tRNA verknüpfen weiter auf die nächste gebundene neue 
Aminoacylgruppe von tRNA. Die Proteinsynthese wird durch die Terminationskodons, 
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3.1   Synthesemethoden von Oligonukleotiden 
 
Oligonukleotide bestehen aus Nukleotideinheiten zwischen ca. 10 und 50 bestehenden 
kürzeren Nukleinsäure-Fäden. Zum chemischen Aufbau der Oligonukleotide wiederholen 
sich die Kondensation einzelner Nukleotide, bis die gewünschte Länge der Sequenz 
erreicht ist. Die Verknüpfung der Nukleotideinheiten erfolgt in 3´       5´ Richtung.  




37- und Phosphoramidit-Methode (Phosphit-Triester-Methode)
 38-46. In den 
70er Jahren wurde die Festphasensynthese der Oligonukleotiden von Letsinger 
entwickelt
47,48. Dabei konnte Letsinger durch Anwendung der Festphasensynthese 
ähnlich wie Merrifield
49 für Peptidsynthese die Oligonukleotidsynthese erreichen.  
 
3.1.1   Die Phosphoramidit-Methode nach Caruthers  
 
Die Phosphoramidit-Methode nach Caruthers ist heute eine der wichtigsten Methoden, 
um Oligonukleotide über die automatisierte Festphasensynthese herzustellen (Abbildung 
3.1).  
Die Festphasensynthese hat im Vergleich mit der Synthese in Lösung viele Vorteile. 
Die Vorteile sind: 
 
•  kurze Reaktionszeit für die Verknüpfung jeder monomerbausteine 
•  höhere Ausbeute als andere Methoden 
•  Herstellung der geringen Nebenprodukt 
• keine  Nebenreaktion 
•  Automatisierung von Syntheseprozeß 
•  Möglichkeit der gleichzeitigen Synthese von mehreren Oligonukleotiden an einem 
Syntheseautomaten 
































     OPG (RNA)
PG= Schutzgruppe  
 
  
Abbildung 3.1 :  Phosphoramidit-Methode zur Synthese von Oligonukleotiden  
 
Zur Vermeidung von Nebenreaktionen in jedem Syntheseschritt müssen die Nukleotide 
bei den verwendeten Reaktionsbedingungen an den Nukleobasen und an nicht beteiligten 
Hydroxylgruppen geschützt sein. Das geschützte Nukleosidphosphoramidit wird dabei in 
Gegenwart eines Aktivators wie 1H-Tetrazol
50 mit der 5´-Hydroxylfunktion eines an einen 
Träger gebundenen Nukleosids umgesetzt. Als ein Träger wird das controlled-pore-glass 
(CPG) verwendet,das ein Glaskügelchen definierter Porengröße (500 oder 1000 Å) als 
eine feste Phase ist. Die polymere Matrix löst sich nicht im verwendeten Lösungsmittel 
Acetonitril und ist ein inerter Stoff. Nach jedem Kupplungsschritt wird der Phosphattriester 
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3.1.2  Der Synthesezyklus der Phosphoramiditsynthese nach Caruthers 
 
Der Synthesezyklus der Phosphoramiditsynthese ist in fünf Teilschritte zu unterteilen. In 































































R=    H (DNA)
      
         OPG(RNA)
PG=S c h u tzgruppe
 
Abbildung 3.2 :  Oligonukleotid-Festphasensynthesezyklus nach Caruthers   33
1.  Im ersten Schritt der Oligonukleotidsynthese wird die Dimethoxytritylgruppe an der 5´-
Position mit 3%iger Trichloressigsäure in Methylenchlorid abgespalten. 
2.  Im zweiten Schritt wird das Amidit mit 1H-Tetrazol aktiviert. 
3.  Im dritten Schritt handelt es sich um die Kupplung und um die Maskierung von nicht 
abreagierten Hydroxylgruppen mit Acetanhydrid und 2,6-Lutidin in THF und 1-
Methylimidazol in THF, das sogenannte capping. 
4.  Im vierten Schritt wird das Phosphat durch Oxidation mit Iod in Wasser, Pyridin und 
THF hergestellt. 
5.  Im fünften Schritt beginnt ein neuer Zyklus  
 
Nach der kompletten Synthese wird konz. Ammoniaklösung zur Abspaltung von CPG als 



























4.1 erste Aufgabe  
 
Das Ziel dieser Arbeit war die Synthese neuartiger Pyren gelabelter RNA. Um dieses Ziel 
zu erreichen, sollten 1-Ethynylpyren 4 und 1-(4-Ethynyl-phenylethynyl)-pyren 23 an der 5-
Position von Base  und 2-Cyanoethoxymethyl(CEM)-Schutzgruppe an der 2´-Position 
eingeführt werden. Danach sollten Phosphoramiditbausteine 18 und 25 als 




























18 25  
 
 
Abbildung. 4.1: Darstellung der Phosphoramidte-Nukleoside 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-
(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl) -5-(1-Pyrenyl ethynyl)-




Cyanoethyl)- DiIsopropylphosphrosamidit] 25 
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Die 12mer RNA-Stränge werden mittels automatisierter Festphasensynthese eingebaut. 
Die Oligonukleotide sollten nach erfolgter Aufreinigung und Charakterisierung mittels UV- 
und CD-Spektroskopie untersucht werden, um die Bildung von RNA Duplex und den 
Einfluß der modifizierten Nukleotide mit den Alkinylgruppen auf die Stabilität der Duplexe 
zu bestimmen. Anschließend sollte die Wechselwirkung zwischen den Alkinylgruppen als 
Fluorophor und dem Oligonukleotid-Duplex untersucht werden. 
 
 
4.2 zweite Aufgabe  
 
in Rahmen der Doktorarbeit sollte die Abspaltung durch die Photoreaktion an der 2´-
Position untersucht werden. Um diese Abspaltung durchzuführen, sollten [(2-
Nitrobenzyl)oxy]methyl-(nbm) und [(R)-1-(o-Nitrobenzyl)ethoxy]methyl-((R)-npeom) 
Schutzgruppen an der 2´-Position eingeführt und Phosphoramiditverbindungen 31 und 36 
















36  R = CH3 31   R = H  
 
 
Abbildung. 4.2 : Darstellung der Phosphoramidte-Nukleoside 1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxy 
trityl)-2´-O-{[(2-nitrobenzyl)oxy]methyl}uracil 3´-[(2-Cyanoethyl)- 




24mer DNA sollte mittels automatisierter Festphasensynthese eingebaut werden. [(2-
Nitrobenzyl)oxy]methyl-(nbm) an der 2´-Position sollte durch die Photoreaktion mit dem   36
Stickstoff-Laser abgespalten werden. Die abgespaltene DNA sollte mittels UV- 
Spektroskopie nachgewiesen werden. 
 
 
4.3 dritte Aufgabe 
 
Aldehyd-Verbindungen sind reaktive Verbindung, so daß es unmöglich ist, daß 
Nukleinsäuren in der natürlichen Form Aldehyde tragen. Um das Problem zu vermeiden, 


























Abbildung. 4.2 : Darstellung der Phosphoramidte-Nukleoside Diisopropyl-phosphor 
amidous acid 2-cyano-ethyl ester 5-{[4-(2-nitro-phenyl)-[1,3]dioxolan-2-
ylmethyl]-carbamoyl}-pentyl ester 42 und Diisopropyl-phosphoramidous 
acid 2-cyano-ethyl ester 4-[4-(2-nitro-phenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-benzyl 
ester 46 
 
Um dieses Ziel zu erreichen, sollten 6-Hydroxy-hexanoic acid [4-(2-nitro-phenyl)-
[1,3]dioxolan-2-yl]-amid 16 {4-[4-(2-Nitro-phenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-phenyl}-methanol 
synthetisiert werden. Die Phosphoramiditbausteine 42 und 46  sollten als   37
Zielverbindungen synthetisiert (Abbildung 4.3) und in die 19mer DNA mittels 
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5    Pyren-gelabelte RNA 
 
5.1 Einführung von Fluorophoren bei Nukleinsäuren  
 
Im Laufe der letzten Jahre wurden Methoden zur Untersuchung und homogenen 
Analysen von Nukleinsäuren basierend auf der Wechselwirkung von Fluorophoren in 
Intra- und Intermolekülen entwickelt. 
Die Methoden wurden auf die Untersuchung einer Struktur und physikalisch-chemischer 
Eigenschaft von Nukleinsäuren mittels Fluoreszenz-Energieübertragung, Detektion einer 
speziellen Nukleotidsequenz angewendet. Sie beruhe auf der Energieübertragung, einer 
Sequenzierung von Nukleinsäuren,die ein Donor-Akzeptor Paar eines Fluorophores 
benutzen und eine Detektion durch Hybridisierung von Nukleinsäuren basierend auf der 
Veränderung von excimerer und monomerer Fluoreszenz des Pyrens
51. 
 
5.1.1   Pyren als Fluorophor 
 
Die Fluoreszenz wird durch die Wellenlänge einer Anregung (Exzitation) und Emission, 
Quantenausbeute, Zerfallszeit, und Polarisation charakterisiert. Zudem geben   
Fluoreszenz-Spektren von Anregung und Emission Informationen über 
Energieübertragung. Fluoreszenz-Phänomene eines Fluorophores ist im 
Wellenlängenbereich vom Ultraviolett-Sichtbar (UV/VIS)- bis hin zum Infrarot (IR)-Bereich 
oder von 300 bis 800nm zu beobachten und eine Verschiebung der Anregungs- und 
Emissionsmaxima von15 bis 40nm. Bei Wellenlängen von Z.B. 300 bis 500nm erfolgt eine 
Anregung (Exzitation) des Fluorophores und anschließend eine Emission des 
Fluorophores durch die Detektion des Fluoreszenzlichtes bei Wellenlängen von etwa 500 
bis 700nm beobachtet. Zudem haben Lösungsmittel und Temperatur Anteil an die 
Fluoreszenzfähigkeit. 
Vorteile der Fluoreszenz-Methode sind eine bessere Sensitivität als andere Methoden, 
d.h. diese Methode kann die sehr empfindliche Fluoreszenz-Intensität in der chemischen 
Mikro-Umgebung beobachten und die Messung unter milden Bedingungen durchführen. 
Als Fluorophor bezeichnet man einen durch Anregung von Licht einfach und effizient 
aktivierten Teil einer die Fluoreszenz abstrahlten Farbstoffverbindung.    39
Zum Labeln von Nukleinsäuren wurden verschiedene Fluorophore benutzt, wie 
Fluorescein-, Rhodamin-, Acridin-, Dansyl-, Coumarin-, Phenazin-, Oxazin- und Cyanin-
Farbstoffe und polyaromatische Verbindungen (z.B. Derivate von Perylen, Pyren und 
Antracen)
52(Abbildung 5.1). Vorbedingungen für gute Fluorophore sind eine starke 
Absorption, eine hohe Quantenausbeute und eine große Verschiebung von Absorptions- 




































Abbildung 5.1 :  bekannte Fluorophore :  (a) Fluorescein, (b) Rhodamin-Derivat 
(Rhodamin 6G), (c) Dansyl, (d) Acridin, (e) Coumarin, (f) Phenazin, 
(g) Oxazin, (h) Cyanin-Derivat (Phthalocyanin) und (i) 
polyaromatische Verbindung (Pyren)  
  
Pyren besitzt günstige photochemische Eigenschaften wie eine hohe Stabilität, planare 
Struktur, lange Singulett-Lebendauer und hohe Quantenausbeute, so daß es zu den   40
attraktivsten Fluorophoren für die Entwicklung fluoreszierender Oligonukleotidproben 
zählt
51,52. Verschiedene Pyren-gelabelte Oligonukleotide wurden als Interkalator
53 und 




5.1.2   Einführung von Pyren-Derivaten am Zucker 
 
5.1.2.1 Modifikationen der Pyren-Derivate an der 5´-Position vom 
Zucker 
 
Die 5´-Pyren gelabelten RNA Oligomere (Nukleotide) sind stabil und sensitiv auf die 
Umgebung, die durch Formation von sekundären und tertiären Strukturen verändert. 
Zudem bringt Pyren in der 5´-Position mit kurzem Linker günstige Informationen der 
Fluoreszenz als eine ideale Probe zur Bildung und Dynamik von RNA-Substrat bei
54,55.  
Walter et al verwendeten  1997 5´-Pyren gelabelte DNA-Proben dazu, mit verschiedenen 
Nukleinsäuren Wechselwirkung von Qβ-replicase  zu untersuchen. Das Heptpyrimidin 
enthaltende Oligodeoxynukleotid wurde durch 5´-Aminopropyl Linker zu Pyren-
butansäure als einem Fluorophordetektor verknüpft ( Ausbildung 5.2 ). Und damit sie das 
Quenchen der Fluoreszenz durch Wechselwirkung zwischen Fluorophor und 
Nukleobasen beobachteten
56, wurden eine pyrimidinreiche Sequenz der Probe und ein 
mittellanger Linker  eingeführt. Der Grund ist, daß die Sequenz und der Linker bevorzugt 
das Quenchen des Fluorophors durch Elektronen-Transfer vom anregten Pyren zur 
nächsten Base, Thymin zeigt. Anschließend wurde die eine komplementär Sequenz 
besitzende RNA, wie Qβ replicase, zu der Probe eingesetzt. Da die reversible Bildung 
zwischen Probe und Qβ replicase den Pyren-Fluorophor gegen Quench-Wechselwirkung 
mit den Pyrimidinen der Probe abschirmt, hat die Fluoreszenz zugenommen. Zuletzt nach 
Zugabe einer replizierbaren RNA wurde die Probe durch Konkurrenz mit der RNA aus der 
Basenpaarung zwischen der Probe und Qβ replicase entlassen. Deswegen werde das 
Quenchen der Fluoreszenz durch Wechselwirkung zwischen Fluoropher und 
Nukleobasen wieder beobachtet. 
 
 





Ausbildung 5.2  :  5´-Pyren gelabelte DNA-Probe, A : Verbindung von Pyren-butansäure 
durch Linker am 5´-Phosphat B : die reversibele Bildung zwischen 
Probe und Qβ replicase 
 
5.1.2.2 Modifikationen von Pyren-Derivaten an der 2´-Position vom 
Zucker 
 
Zuckerteile, besonders die 2´-Position, sind ein attraktiver Ort für Modifizierung des 
Nukleotides. An der 2´-Position des Nukleosides wurden heterocyclische und 






61 und Pyren vorgestellt. Die an der 2´-Position 
des Nukleosides substituierten polyaromatischen Liganden befinden sich in der kleinen 
Furche des Oligonukleotides und können die Stabilität des Duplex beeinflußen. 
A 
B   42
Murakami et al berichteten 2001, daß mismatch-Basenpaarung in RNA erstmalig anhand 




















Abbildung 5.3 :  Einführung von Methylpyren an der 2´-Position 
 
Die Fluoreszenz der an der 2´-Position Methylpyren gelabelten Nukleotide wurde durch 
Auswahl der Sequenz von Probe und Existenz der mismatch-Basenpaaring sehr sensitiv 
beeinflußt. Besonders sind die Basenpaare an der Nähe von Methylpyren wichtiger als 
andere, da Nukleobasen effektiv quenchen bezüglich der Fluoreszenz von Pyren und die 
mehr als dritte Base von Pyren entfernten Basen von mismatch-Bassenpaarungen keinen 
wichtigen Einfluß über Duplex(oder Doppelhelix)-Fluoreszenz  haben. 
Anschließend berichteten sie 2002, daß die Bis-Pyren konjugierte neue 2´-O-
Methyloligonukleotiden (OMUpy2) synthetisiert wurden, damit sie die Struktur von RNA 
mit Duplex(oder Doppelhelix)-Fluoreszenz effektiv erkennen
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                                 A                                                     B 
 
 
Ausbildung 5.4 :  Strukture von Bispyren-konjugiertes 2´-O-Methyloligoribonukleotid (A) 
und Sekundärstruktur von 5S-rRNA (B)
65 
 
E. coli 5S-rRNA wurde dazu verwendet, daß OMUpy2 einzelsträngige Bereiche des nativ 
gefalten RNA-Moleküls effektiv detektierte. E. coli 5S-rRNA enthält 5S-rRNA (120 
Nukleotiden(nt)), das ein Teil der Untereinheit(subunit) von 50S Ribosom ist und eine 
sekundäre Struktur besitzt
65. Zur Untersuchung von Bereich I(38-47nt), II(45-56nt) und 
III(106-115) wurde das komplementäre OMUpy2-I, OMUpy2-II und  OMUpy2-III 
synthetisiert. Nach Zugabe von OMUpy2-I, OMUpy2-II und  OMUpy2-III in 5S-rRNA 
wurden drei Bereiche anhand der Fluoreszenz von Pyren-modifizierten Ribonukleotiden 
analysiert.  
Wegen der Bildung der Hybridisierung von OMUpy2-I und Bereich I konnte eine Emission 
in der Nähe von 480nm beobachtet werden. Aber in den anderen Bereichen (II und III) 
wurde Hybridisierung nicht gebildet, so daß die Fluoreszenz nicht merkbar oder zu 
schwach beobachtet wird. Wenn die Hybridisierung nicht gebildet wird oder mismatch-
Sequenz an der Nähe von OMUpy2 besitzt, kann die Intensität der Fluoreszenz nicht 
merkbar oder zu leicht beobachtet werden. 
Das bedeutet, daß der Bereich I an für Antisense-Molekülen leicht zugänglich ist, aber 
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neuen 2´-O-Methyloliginukleotide (OMUpy2) nützliche Proben sind, um Hybridisierung   
mit der komplementären RNA zu detektieren und um Zugänglichkeit der nativ gefalteten 
RNA zum Oligonukleotid auszuwerten. Da die Probe hoch spezifisches Bindevermögen 
zur RNA besitzt, könnte sie zur Detektion von endogenen RNAs in lebenden Zellen 
nützlich sein. 
Zudem berichteten Yamana et el 2005, daß die in der Nähe von 2´- Multi-Pyren 
konjugierten 2´-O-Methyloligonukleotiden sich außerhalb der Duplex-RNA befanden, so 
daß die Duplex-RNA  stabil war und starke Anregung und Emission beobachtet wurde
66. 
Deswegen wurde die Möglichkeit, deren die große Polyaromatische Fluorophore  in 
Zucker ohne  die sterische Behinderung substituiert werden, nachgewiesen. 
Andere Untersuchungen über die gefaltete RNA wurde von Silvermann et al durch 
Magnesiumion (Mg
2+) verwendete Gleichgewicht-Titration durchgeführt
67,68. Sie basiert 
darauf, daß sich die Fluoreszenz-Intensität des Chromophors gegenüber der Änderung 
der Umgebung (z.B. Zugabe von Mg

























Abbildung 5.5 : Einführung von 1-phenylethynylpyren(PEPy(A)) und 9,10-
bis(phenylethynyl) anthtacen(BPEA(B)) an der 2´-Position 
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Korshun et al berichteten 2003  eine Untersuchung über Struktur und Fluoreszenz mit 
Pyrenemethyl ara-Uridin-2´-carbamat enthaltenden Oligonucleotide in duplex DNA
69 und 
2004 Synthese und Untersuchung von Fluoreszenz über die 1-phenylethynylpyren- und 
9,10-bis(phenylethynyl)anthtacen- uridin-2´-carbamates als Fluorophor enthaltenen 
Oligonucleotide
70. Die 1-phenylethynylpyren(PEPy) und 9,10-
bis(phenylethynyl)anthtacen(BPEA) als Donor und Akzeptor befinden sich in der kleinen 
Furche der DNA und die Intensitäten der Fluoreszenz durch die verschiedenen Distanzen 
zwischen PEPy und BPEA stark oder schwach beobachtet wurden (Abbildung 5.5). 
 
5.1.3 Modifikationen von Acetylene-Pyren an der Nukleobase von 
Pyrimidinen 
 
Viele Nucleosid-Analoga wurden an der 5 Position der Pyrimdine substituiert. An der 5-
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Abbildung 5.6 : Einführung von 5-(1-Pyrenyl)- 2´-deoxyuridin (A) und 5-(1-Pyrenoyl)-2´-
deoxyuridin (B) 
 
Durch Stille-Kupplung des Pyren-1-ylstannans mit einem an der 3´- und 5´-Position 
geschützten 5-Iod-2´-desoxyuridin-Derivat synthetisierten Netzel et al.(1995) Pyren-  46
modifizierte Pyrimidin-Drivate, 5-(1-Pyrenyl)- und 5-(1-Pyrenoyl)-2´-deoxyuridin und 
beobachteten Ladungstransfer in 5-(1-Pyrenyl)- 2´-deoxyuridin
75 (Abbildung 5.6). 
Von Wagenknecht et al.(2002 und 2003) wurden die Pyren modifizierten Pyrimidin- und 
Purin-Drivate, 5-(1-Pyrenyl)-2´-deoxy-uridin und -cytidin und 8-(1-Pyrenyl)-2´-deoxy-
adenosin und –guanosin, durch die Palladium-katalysierte Suzuki-Miyaura-Kreuzkupplung 
der Pyren-1-ylboronsäure synthetisiert und damit spektroskopische  Phänomene des 
reduktiven Elektronen-Transfer in DNA  untersucht
76,77 (Abbildung 5.7). 
Im Vergleich zur Synthesemethode von Netzel ist der Vorteile dieser Methode, keine 
Schutzgruppe zu brauchen und in wässrigen Lösungsmitteln arbeiten zu können. Da die 
Oligodeoxynukleotide durch C-C Einzelbindung zu Pyren als ein Detektor des 
Fluorophors verknüpft wurde, führte die Struktur zur Wechselwirkung wie Ladungstransfer 
zwischen Pyren und den nächsten Basen in der Nähe der Pyren modifizierten Base. 
Aber um die Phänomen effektiv zu reduzieren, die Pyren-Gruppe von Base-Stapel 
abzutrennen und eine starke elektronische Kupplung zu erhalten, braucht man einen 























Abbildung 5.7 : Einführung von 8-(1-Pyrenyl)-2´-deoxyadenosin (A) und 8-(1-Pyrenyl)-2´-
guanosin (B) 
 
Als Lösung  synthetisierten Berlin et al. (1996) durch Sonogashira Kupplung 5-(1-
Pyrenylethynyl)-2´-Deoxyuridin als ein neues Fluoreszenz-Nukleosid
79 und anschließend 
durch Festphasensynthese Pyren modifizierte Nukleotide
80,81 und Wagenknecht et al. 
während der Festphasensynthese auch durch Sonogashira Kupplung mit 1-Ethynylpyren   47
und 5-Iod-2´-deoxy-uridin, und –cytidin bzw. 8-brom-2´-deoxy-adenosin und –guanosin 
enthaltende Nukleotide


































R=Ho d e r Schutzgruppe  
 
 
Abbildung 5.8 : Einführung von 1-Ethynylpyren an der 5-Position der Pyrimidinbasen (C 
und U) und 8-Position der Purinbasen (A und G) 
 
Die Dreifachbindung ist rigid und geeignet zur Elektronendelokalisierung von den 
konjugierten Fluorophor und der Nukleobase. Vor allem wurden Watson-Crick-
Basenpaarungen der Nukleotide durch den 1-Ethynylpyren-Fluorophor gering beeinflußt, 
da das Fluorophor die Eigenschaft einer sterischen Rigidität besitzt. Die Eigenschaft der 
Absorption und Fluoreszenz des durch 1-Ethynylpyren verknüpften Base(X=A,C,G und U) 
enthaltenden DNA-duplex hängt von der Base ab
82. Da die elektronische Kupplung 
zwischen der Pyren-Gruppe und modifizierten Base(C und G) schwach ist, wird eine 
Emission der typischen Pyren-Struktur im DNA-duplex beobachtet. Dagegen besitzen die 
modifizierte Base(C und G) enthaltenden anderen DNA-duplex durch eine starke   48
elektronische Wechselwirkung zwischen zwei Chromophoren ein breites und 
unstrukturiertes Fluoreszenz-Band. 
Kim et al. berichteten 2004, daß Einzel-match und-mismatch-Basenpaarungen in DNA  
anhand der verschiedenen Fluoreszenz-Intensitäten von 1-Ethynylpyren-modifizierten 
Nukleotiden zu unterscheiden wären
83. Die Pyren-Gruppe in Einzel-mismatch-
Basenpaarung zeigt eine Wechselwirkung mit einer oder mehren Basen an der 
Außerseiten der Helix, so daß die Fluoreszenz reduziert wird. Dagegen nimmt die 
Fluoreszenz in der Einzel-match-Bassenpaarung zu, da die Pyren-Gruppe sich in der 
Außenseiten der Helix befindet und deswegen eine Einschiebung und ein Stapel mit     
Basen unmöglich ist. 







p  mit dem an der 5 und 8-Position 1-
Ethynylpyren-modifizierten Deoxy-uridin( U
p ) und–adenosin( A
p ) untersucht wurden
84. 
Die Fluoreszenz-Eigenschaft der erhaltenen Nukleobase-Analoga bilden eine starke und 
stabile Wechselwirkung vom interstrand-Stapel, eine π - π – Wechselwirkung zwischen 
den zwei Pyrenen und Wechselwirkung zwischen Pyren und der benachbarten Base in 
match  und mismatch-DNA-duplexen, so daß der DNA-duplex trotz des Verlusts der 
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5.2  Chemische Synthese 
 
5.2.1     Synthese der halogenierten Verbindungen 1-Brom-pyren 1 und 
Iodpyren 1 
 
Um Acetylenaromaten darzustellen, ist die Einführung von Halogenen in aromatische 
Verbindung  wichtig. 1-Brompyren 1 kann durch die elektrophilie Substitution eines 
aromatischen Rings mit Brom und Metallkatalysator als Lewis-Säuren oder N-
Bromsuccinimid ( NBS ) in apolaren Lösungsmitteln wie Tetrachlorkohlenstoff CCl4 
synthetisiert werden. Aber die Ausbeute ist nicht hoch, da viele Nebenprodukte, Di-, Tri-, 
und Tetra-brompyren, in dieser Reaktion entstehen. Zudem wegen der drastischen und 
gefährlichen Natur von Brom wird eine sehr sorgfältige Kontrolle der 










A: NBS, DMF, RT, 24Std.  60%
B: HBr,H2O2, 1:1-Gemische MeOH und Ether, 0oC      RT, 17Std.  93%
C: CuI, KI, HMPT, 150oC, 7Std.  69%
D: KI, I2, Nickel, DMF, 150oC, 24Std.  47%  
 
 
Abbildung 5.9 :  Synthese der hologenierten Verbindungen 1-Brompyren 1 und Iodpyren    
2   
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Eine Verwendung von NBS in polaren Lösungsmitteln wie abs N,N-Dimethylformamid 
(DMF) ist weniger bekannt. Für Monobromierungen bei reaktiven aromatischen 
Verbindungen ist die Verwendung von NBS in DMF ein sanfte, selektive  und im Vergleich 
mit NBS in CCl4 sehr effektive Methode
85-88. 1-Brompyren 1 wurde in abs N,N-
Dimethylformamid (DMF) gelöst, nach dem Tropfen von NBS in DMF bei 
Raumtemperatur 24 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels Umkristallisation 
konnte die Verbindung 1 mit einer Ausbeute von 60% isoliert werden.  
Eine andere Methode ist die Verwendung einer positiven Halogenart mit einem 
geeigneten Oxidationsmittels. Zur Oxidation von Bromwasserstoffsäure wurde 
Wasserstoffperoxid als Oxidationsmittel gewählt
89-91. Pyren wurde in einer Mischung um 
1:1-Methanol/Diethylether gelöst, auf 0
oC abgekühlt, nach Zugabe von 
Bromwasserstoffsäure und Wasserstoffperoxid langsam auf Raumtemperatur erwärmt 
und  anschließend bei Raumtemperatur 17 Stunden gerüht. Nach der Aufreinigung mittels 
Umkristallisation konnten Produkt 1 mit einer Ausbeute von 93% isoliert werden. Bei 
Acetylen-Synthesen haben Iod-Aromaten eine bessere Reaktivtät und 
Reaktionsbedingungen als Brom. Deswegen wurde Iodpyren 2 aus 1-Brompyren 1  durch 
zwei Methoden synthetisiert. 
Erste Methode ist eine Verwendung von Kuper(I)-iodid und Kaliumiodid in Hexamethyl-
phosphorsäuretriamid(HMPT)
92. Pyren wurde in HMPT gelöst, nach Zugabe Kuper(I)-
iodid und Kaliumiodid bei 150
oC 7 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Umkristallisation konnte Produkt 2 mit einer Ausbeute von 69% isoliert werden. Wegen 
des sehr giftigen Stoffs ( HMPT ) wurde andere Methode gesucht.  
Die andere Methode ist die Verwendung von Kuper(I)-iodid, Iodid und Nickel als 
Katalysator in abs DMF
93. Pyren wurde in abs DMF gelöst, nach Zugabe Kuper(I)-iodid, 
Iodid und Nickel als Katalysator bei 150
oC 24 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung 
mittels Säulenchromatographie konnte Produkt 2 mit einer Ausbeute von 47% isoliert 
werden. 
 
5.2.2    Synthese von 2-Methyl-4-pyren-1-yl-but-3-yn-2-ol 3 
 
Acetylen-Aromaten werden durch Sonogashira Reaktion dargestellt. Die Sonogashira 
Reaktion besteht aus zwei Schritten( Abbildung 5.10). 
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X OH
1  X1 = Br 3a
2-Methyl-3-butin-2-ol,
 [Pd(II)(PPh3)2Cl2],




2  X2 = I 3b  
 
Abbildung 5.10 :  Synthese der 2-Methyl-4-pyren-1-yl-but-3-yn-2-ol 3 
 
Der erste Schritt besteht aus einer Alkinylierung der Brom- oder Iod-Verbindung. Der 
zweite Schritt besteht aus einer Entschützung der Acetylen-Gruppe. Ethinyl-trimethylsilan 
ist zur Acetylen-Synthese ein bekanntes Reagenz
94-96. Aber es ist sehr teuer. Obwohl 
Ethinyl-trimethylsilan als  ein Acetylen-Reagenz bei Reaktion leicht und effizient reagiert 
und eine gute Ausbeute liefert, wurde 2-Methyl-3-butin-2-ol gewählt
97-105. Die Gründe 
sind, daß 2-Methyl-3-butin-2-ol billiger und leichter als Ethinyl-trimethylsilan ist, und die 
Ausbeuten im Vergleich mit Ethinyl-trimethylsilan nicht schlecht sind. Halogen-Aromaten 
wurden in Triethylamin gelöst, nach Zugabe von Bis-(triphenylphosphin)-Palladium(II)-
dichlorid, Kupfer(I)iodid, Triphenylphosphin und 2-Methyl-3-butin-2-ol 24 Stunden am 
Rückflußkühler erhitzt. Nach der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnten 
Acetylen-Verbindungen 3a,b mit einer Ausbeute von 77% und 81% isoliert werden. 
 
5.2.3    Synthese von 1-Ethynylpyren 4   
 
Um  1-Ethynylpyren 4 darzustellen, wird eine Entschützung der Hydroxypropyl-Gruppe 




99,104,105 als Entschützungsreagenzien verwendet. In der 
Reaktion wurde NaOH als Entschützungsreagenz eingeführt, da das leichter und 
effektiver ist als NaH (Abbildung 5.11). 
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Abbildung 5.11 :  Synthese von 1-Ethynylpyren 4   
 
Bei der Verwendung von Alkoholen wie Propanol oder 1-Butanol als Lösungsmittel ist die 
Aufreinigung schwierig, da NaOH in Alkohol  leicht gelöst werden kann. Deswegen wurde 
Toluol eingeführt. Verbindung 3 wurde in Toluol gelöst, nach Zugabe von NaOH 12 
Stunden am Rückflußkühler erhitzt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnte Produkt 4 mit einer Ausbeute von 92% isoliert werden.  
 
5.2.3.1 Mechanimus von 1-Ethynylpyren 4   
 
 
+ OH ArC CCOH
Me
Me














Abbildung 5.12 :  Mechanismus der Entschützung der Hydroxypropyl-Gruppe 
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Der Mechanismus der Entschützung von Hydroxypropyl-Gruppe läßt sich in drei Schritte 
unterteilen
103 (Abbildung 5.12).  
Der erste Schritt besteht aus einer Deprotonierung der Hydroxyl-Protons in der 2-
Hydroxypropyl-Gruppe. Der zweite Schritt besteht aus einer Entfernung von 
Aceton(Deacetonierung) und Bildung von aromatischem Acetylid. Der reversible Schritt 
besteht aus einer Abstraktion (Deprotonierung) von anderem Hydroxyl-Proton durch eine 
Protonierung von aromatischem Acetylid in der 2-Hydrxypropyl-Gruppe und Bildung von 
aromatischem Acetylen. 
 
5.2.4   Synthese von 2´, 3´, 5´-Tri-O-Acetyl-5-Iod-Cytidin 6 
 
Zur Darstellung von 5-Iodcytidin muß Cytidin durch Acetylierung  an der 5´-, 3´- und 2´-
Position geschützt werden (Abbildung 5.13). 
Das geschützte Nukleosid 2´, 3´, 5´-Tri-O-Acetyl-Cytidin,hydrochlorid
106-107 5 wurde mit 
Essigsäurechlorid bei Raumtemperatur in Essigsäure synthetisert.  Nach der Aufreinigung 
mittels Umkristallisation konnte Nukleosid 5 mit einer Ausbeute von 92% isoliert werden. 
Nukleosid  5 wurde in einer Mischung eines 1:1-Gemisches aus Essigsäure / 
Tetrachlorkohlenstoff suspendiert, nach Zugabe von Iod und Iodsäure als Katalysator bei 
40
oC 4 Tage gerührt. Nach der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnte 2´, 3´, 
5´-Tri-O-Acetyl-5-Iod-Cytidin





































Abbildung 5.13 :   Synthese von 2´, 3´, 5´-Tri-O-Acetyl-5-Iod-Cytidin 6 
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5.2.5   Entschützung von Acetylgruppen an  der 5´-, 3´- und 2´-Position 
 
Zur weiteren Schützung der 5´- und 2´- Position und Phosphoramidierung der 3´- Position 
wird die Entschützung der Acetylgruppen benötigt.  
Eine Methode ist eine Benutztung von ammoniakalischem Methanol, das durch Einleiten 
von Ammoniakgas in Methanol bei –20
oC hergestellt wird
108. Vorteile dieser Methode sind 
die hohe Ausbeute und keine Nebenreaktion. Aber die Aufreinigung durch 
Säulenchromatographie des entschützten Nukleosides ist unmöglich, weil Acetamid 
während der Reaktion entsteht. Um das Problem zu überwinden, wurde die mit 
Natriummethanolat in Methanol benutzte andere Methode eingeführt
109 (Abbildung 5.14). 
Die Aufreinigung durch Säulenchromatographie ist einfach und effektiv. 
Die Nukleoside wurden in Methanol gelöst und nach Zugabe von Natriumethoxid 2 
Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnten Nukleoside 5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin 8, 5-Iod-Cytidin 










8  R2  56.7% 











7  R1, R2 
6  R1, R3
26  R1, R4
 R1 = Acetyl, R2 = Acetylenpyren, R3 = Iod, 
 R4 = 1-(4-Ethynyl-phenylethynyl)-pyren  
 
 
Abbildung 5.14 :  Entschützung von Acetylgruppen an  der 5´-, 3´- und 2´-Position 
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5.2.6   Einführung der Amino-Schutzgruppe  
 
Damit das ungeschützte Nukleosid  mit 4,4´-Dimethoxytriphenylmethylchlorid (DMTrCl) 
geschützt werden kann, muß die Aminogruppe von der Nukleobase geschützt werden. Es 
beruht darauf, daß die Aminogruppe auch als 4,4´-Dimethoxytriphenylmethyl-
Schutzgruppe
110-115 hergestellt werden kann. N,N-Dimethylformamidin-Schutzgruppe zählt 























       abs DMF
50oC(1Std)      RT(1Std)
N
14  R2 =  Iod                     
91%




Abbildung 5.15 :  Synthese von Nukleoside 9 und 14   
 
Ungeschützte Nukleosid 8 und 13 wurden in abs N,N-Dimethylformamid gelöst und nach 
Zugabe von N,N-Dimethylformamid-dimethyl acetal 2 Stunden bei 50
oC gerührt. Nach der 
Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnten Nukleoside 9 und 14 mit einer 
Ausbeute von 83% und 91% isoliert werden. 
 
5.2.7  Einführung der Dimethoxytriphenylmethyl-Gruppe an der 5´-
Position  
 
Zur Phosphoramidierung der 3´-Position wird eine Schutzgruppe in der 5´-Position 
benötigt. Die Voraussetzung der Schutzgruppe ist, daß die Schutzgruppe bei den DNA- / 
RNA-Synthesen leicht abgespalten werden kann und eine höhere Selektivität zur 5´-  56
Position als andere benötigt wird. Die 4,4´-Dimethoxytriphenylmethyl-
Schutzgruppe(DMTr)
114,116 ist eine sehr bekannte und ausgezeichnete Schutzgruppe. 
Während der Oligonukleotid-Festphasensynthese wird sie mit Trichloressigsäure(TCA) 
leicht und effizient abgespalten. Es ist vor allem wichtig, da man durch die Menge bei 
498nm absorbierenden Dimethoxytritylkations die Kupplungsausbeute der 
Oligonucleotide verfolgen kann.  
Nebenprodukte mit 2´- und 3´-DMTr-Schützung wird bei einem Einsatz von 1,1 




















9  R1 =  1-pyrenylethynyl
N
      DMTrCl
   abs Pyridine
    1Std, RT
15  R2 =  Iod                         
52%




Abb.5.16 : Dimethoxytritylierung 
 
Die zu schützende Nukleoside 9 und 14 wurden in Pyridin gelöst und mit mit 4-
(Dimethylamino)pyridin als Base und 4,4´-Dimethoxytriphenylmethylchlorid (DMTrCl) 
versetzt. Nach der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnten Nukleoside 10 
und 15 mit einer Ausbeute von 56% und 52% isoliert werden. 
 
5.2.8   Synthese von 2-Cyanoethyl chlormethyl ether(CEM-Cl) 
 
Tert-Butyl-chlordimethylsilan ist bis zum heutigen Tagen  eine der gängigsten 2´-OH 
Schutzgruppen. Aber bei Tert-Butyldimethylsilyl(TBDMS) geschützten Nukleosiden treten 
Probleme auf, wie Wanderung , sterische Hinderung und Schwierigkeit bei der   57
Aufreinigung. Zur Überwindung der Probleme wird eine neues und geeignetes 2´-OH 
Schutzreagenz benötigt. Bei der 2-Cyanoethyl chlormethyl ether(CEM-Cl)
117 handelt es 





















Abbildung 5.17 :  Synthese von 2-Cyanoethyl chlormethyl ether(CEM-Cl) 12    
 
Verbindung  11 wurde durch Pummerer Reaktion synthetisiert. 3-Hydroxy-propionitril 
wurden in Dimethylsulfoxid gelöst, nach Zugabe von Essigsäure und Essigsäureanhydrid 
3 Tage gerührt. Nach der Aufreinigung mittels Destillation konnte Verbindung 11 mit einer 
Ausbeute von 51% isoliert werden. Die Darstellung erfolgt durch Lösen der Verbindung 
11  in Dichlormethan und Zugabe von Sulfurylchlorid bei 0
oC. Anschließend wird auf 
Raumtemperatur erwärmt und 7 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Destillation konnte Verbindung 12 mit einer Ausbeute von 75% isoliert werden. 
 
5.2.9  Einführung von 2-Cyanoethoxymethyl(CEM)-Schutzgruppe
 an der 
2´-Position  
 
Während der Festphasensynthese von RNA wird eine stabile Schutzgruppe an der 2´-OH 
Position benötigt. Tert-Butyldimethylsilyl(TBDMS)
118,119 ist bis zum heutigen Tagen  eine 
der gängigsten 2´-OH Schutzgruppe.   
Bei dem mit Tert-Butyldimethylsilyl(TBDMS) geschützten Nukleosiden treten folgende 
Probleme auf:   58
 
1.  Die Wanderung der TBDMS-Schutzgruppe 
2.  geringe Ausbeute durch der Isomerisierung von 2´- und 3´-Position und sterische 
Hinderung von 5´-Schutzgruppen und Nukleobase   
3.  Die Schwierigkeit der Aufreinigung durch Säulenchromatographie 
4.  relativ lange Kupplungszeiten  
5. teure  Reagenzien 
 
Zur Überwindung des Problems wird eine neue und geeignete 2´-OH Schutzgruppe 
benötigt. Bei der 2-Cyanoethoxymethyl(CEM)-Schutzgruppe
117 handelt es sich um eine 
neuartige Schutzgruppe, die für die Darstellung von RNA Phosphoramiditen verwendet 
wird (Abbildung 5.10). Diese neue 2´-Schutzgruppe unterbindet effektiv die Probleme von 
TBDMS in Nukleosiden. Sie weist mehrere Vorteile gegenüber der für RNA 
standardmäßig verwendeten TBDMS-Schutzgruppe auf. 
Die Vorteile von CEM- Schutzgruppe sind: 
 
1. Keine  Wanderung 
2.  Die erleichterte Aufreinigung durch Säulenchromatographie 
3.  Das Minimum der sterischen Hinderung (Durch die Verknüpfung über eine sterisch 
kleine und flexible Methyleneinheit wird die sterische Abschirmung des 3´-O-
Phosphoratoms deutlich reduziert.) 
4. relativ  kurz  Kupplungszeiten 
5. billiges  Reagenz 
 
Die Darstellung
120,121 erfolgt durch lösen des zu schützenden Nukleosids 15 in 1,2-
Dichlorethan und Zugabe von Diisopropylethylamin und Dibutylzinndichlorid. 
Anschließend wird auf 70°C erwärmt und 2-Cyanoethyl chloromethyl ether(CEM-Cl) 
zugesetzt . Nach einer Stunde bei 70°C wird die Reaktion beendet und beide Isomere 
















































Abbilung 5.18  :  Synthese von Nukleoside 16 und 16-1 mit 2-Cyanoethoxy methyl (CEM)-
Schutzgruppe an der 2´-Position 
 
5.2.10   Synthese von Alkinyl-Nukleosiden    
 
Um Alkinyl-Nukleoside mit terminalen Acetylenen effektiv zu synthetisieren
51,79,81,122-124, 
führt man die Sonogashira-Reaktion ein, da milde Bedingungen bei der Reaktion von 
Nukleosid benötigt werden.   
Zur optimalen Synthese ist die Iod- Verbindung besser als die Brom-Verbindung. 
Der Grund ist, daß  nur Iod-Verbindungen als Edukt durch Sonogashira-Reaktion bei 
Raumtemperatur reagieren. Aber wegen der geringeren Reaktivität werden Brom-
Verbindungen bei zwischen 40 und 60
oC umgesetzt.  Bei höhren Reaktionstemperaturen 









7       R1 =  1-pyrenylethynyl   








6      R1 = Iod
        R2,3,4 = Acetyl, R5 = H2
8       R1 =  1-pyrenylethynyl      
87%  R2,3,4 = OH, R5 = H2
13    R1 =  Iod, R2,3,4 = OH
        R5 = H2
16     R1 =  Iod, R2 = CEM  
         R3 = OH,  R4 = DMTr
         R5 =
17     R1 =  1-pyrenylethynyl     
90%  R2 = CEM  
         R3 = OH
         R4 = DMTr
         R5 =
 Pd(PPh3)4  10%(0.1eq)
 CuI            20%(0.2eq)
 Et3N           (1.1eq)
 abs DMF





24     R1 =  4-pyren-1-ylethynyl-
85%           phenylethynyl    
         R2 = CEM  
         R3 = OH
         R4 = DMTr
         R5 =
 Pd(PPh3)4  10%(0.1eq)
 CuI            20%(0.2eq)
 Et3N           (1.1eq)
 abs DMF







Abbildung 5.19 :  Synthese von Alkinyl-Nukleoside   7, 8, 17 und 24 
 
 
Nukleoside  6,  13 und 16 wurden in abs N,N-Dimethylformamid (DMF) gelöst, nach 
Zugabe von Tetrakis-(triphenylphosphin)-Palladium, Kupfer(I)iodid, Triethylamin und 
Alkinyl-Verbindung 50 oder 71  24 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnten Nukleoside 7, 8, 17 und 24 mit einer Ausbeute von 92%, 
87%, 90% und 85%  isoliert werden.  
In Tabelle 5.1 sind die Verbindungen von 7, 8, 17 und 24 zusammengefaßt. 
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Nr. R1  R2  R3  R4  R5  Ausbeute 
7  1-pyrenylethynyl  Acetyl Acetyl Acetyl H2 92  % 
8  1-pyrenylethynyl  OH OH OH H2 87  % 










Tabelle 5.1 : Funktions- oder Schutzgruppen an der 2´-, 3´-, 5´- und 5-Position und 
Ausbeute von Nukleosiden 7, 8, 17 und 24 
 
5.2.11  Einführung der 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylphosphoramidit  -
Gruppe an der 3´-Position 
 
Zur erfolgreichen Festphasensynthese von DNA und RNA werden Nukleoside benötigt, 
die mit 2-Cyanethyldiisopropylchlorphosphoramidit
117,120,125 an der 3´-Position modifiziert 
werden. 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramidit ist das Standard-
Phosphitylierungsreagenz für DNA und RNA Phosphoramiditbausteine (Abbildung 5.20). 
Bei der Synthese ist auf Trockenheit aller Lösungsmittel und Reagenzien und auf 
Ausschluß von Sauerstoff zu achten. Die 2´- und 5´-geschützten Nukleoside werden in 
eine Mischung von Dichlormethan und Acetonitril im Verhaltnis 1 zu 1 gelöst, mit N,N-
Ethyldiisopropylamin versetzt, auf 0
oC abgekühlt. Nach Zugabe von 2-Cyanethyl-N,N-
diisopropylchlorphosphoramidit werden weitere 10 Minuten bei dieser Temperatur , 
langsam auf Raumtemperatur erwärmt und  anschließend bei Raumtemperatur gerüht. 
Zur Vermeidung der Bildung von H-Phosphonaten wird kurze Reaktionzeit bei 
Raumtemperatur benötigt. Die als zwei Diastereomere synthetisierten Phosphoramidte 18 
und  25 werden nach einer kurzen Säulenchromatographie erhalten. Aber die Isomere 
müssen mittels einer Säulenchromatographie nicht getrennt werden. Die Isomere können 
in der Festphasensynthese eingesetzt werden. Die Ausbeuten der Phosphoramidte 18 
und 25 waren mit 47% und 58%. Die Charakterisierung der Produkte erfolgte sowohl über 
1H-NMR-Spektroskopie und Massenspektrometrie als auch über 
31  P-NMR- 
Spektroskopie. 
 






























abs DCM, abs ACN
0oC(25Min)     RT(3Std)
24    R2 = 4-pyren-1-ylethynyl-
                phenylethynyl
25     R2 = 4-pyren-1-ylethynyl-
58%         phenylethynyl  
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5.2.12   Syntheseübersichten 
 
Abbildung 5.21 und Tabelle 5.2 zeigt die Syntheseübersicht des 1-Ethynyl-pyren 4 
 
Abbildung 5.22 zeigt die Syntheseübersicht des 1-(4-Ethynyl-phenylethynyl)-pyren 23 
 
Abbildung 5.23 zeigt die Syntheseübersicht des 2-Cyanoethylchlormethylether 12  
 
Abbildung 5.24 zeigt die Syntheseübersicht des 
4N-Dimethylformamidin-5´-O-(4,4´-
Dimethoxytrityl)-5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin  10 
 
Abbildung 5.25 zeigt die Syntheseübersicht der Phosphoramidit-Verbindungen : 
4N-
Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl) -5-(1-
Pyrenylethynyl)-cytidin 3´-[(2-Cyanoethyl)- DiIsopropylphosphrosamidite] 18 und 
4N-
Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl) -5-(4-pyren-1-



























1  X1 = Br 3
2-Methyl-3-butin-2-ol,
 [Pd(II)(PPh3)2Cl2],
 CuI, PPh3, Et3N
X1  77%
24Std, reflux







X2  81%  
 
 












Reagenz Lösungsmittel Temperatur  und 
Reaktionszeit 
Ausbeute 
1 A  NBS  DMF  24Std.,  RT  60% 




oC      RT 
93% 
2  C  CuI, KI  HMPT  7Std., 150
oC 69% 
2 D  KI,  I2  DMF  24 Std., 150 
oC 47% 
 
Tabelle 5.2 : synthetische Methoden für 1-Bromo-pyren 1 und 1-Iod-pyren 2 










A 19  X1 Br
   96%
B 20  X2 I
   72%
2-Methyl-3-butin-2-ol,
 [Pd(II)(PPh3)2Cl2],
 CuI, PPh3, Et3N
A 24Std, reflux
























































Abbildung 5.23 :  Synthese des 2-Cyanoethylchlormethylether 12 











































4 Tage.,  40oC
HCl
 Pd(PPh3)4  10%(0.1eq)
 CuI            20%(0.2eq)
 Et3N           (1.1eq)
 abs DMF





























       abs DMF
50oC(1Std)      RT(1Std)
      DMTrCl
   abs Pyridine


































Abbildung 5.24 :  Synthese des 
4N-Dimethylformamidin-5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-5-(1-









































       abs DMF











      DMTrCl
   abs Pyridine

































 Pd(PPh3)4  10%(0.1eq)
 CuI            20%(0.2eq)
 Et3N           (1.1eq)
 abs DMF









17 R1    24 R2

















N P O CN
Cl
 DIPEA
abs DCM, abs ACN
0oC(25Min)     RT(3Std)
18 R1    25 R2  







Abbildung 5.25 :  Synthese der Phosphoramidit-Verbindungen 18 und 25 
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5.3 Synthese von RNA-Oligonukleotiden  
 
 
5.3.1  Synthese von RNA-Oligonukleotiden ohne  oder mit einfachem 
Einbau modifizierter Nukleotide 
 
Die in dieser Arbeit synthetisierten Oligonukleotide wurden nach der Phosphoramidit-
Methode an Modell Expedite 8909 Synthesizer von PerSeptive Biosystem hergestellt. Als 
Trägermaterial wurde CPG-Träger mit einer Porengröße von 500 Å im 1 µmol Maßstab 
eingesetzt. Die Standardnukleosidphosphoramidite und Synthesereagenzien (siehe 
Chemikalienliste) sind kommerziell erhältlich. Als Aktivator wurde 4,5-Dicyanoimidazol 
(DCI Aktivator) eingesetzt. Die Standardkupplungszeiten der 10 Minuten für RNA-
Bausteine wurde für alle modifizierten Nukleotide übergenommen. Bei der 
Festphasensynthese von allen Oligonukleotiden wurde die Dimethoxytriphenyl- 
methylgruppe (DMTr) des finalen Baustein abgespalten. Abbildung 5.26 zeigt 















5´-CUU UUC XUU CUU-3´
Cpy CbPy
X1(S2) : Cpy, X2(S3) : CbPy  
 
Abbildung 5.26 :  Abkürzung und Sequenz des modifizierten Nukleotides S2 und S3 für 
die RNA-Synthese   69
In dieser Arbeit wurden nur RNA Oligonukleotide untersucht, die Duplexe bilden können. 
Uridin-reicher Strang und Adenosin-reicher Gegenstrang wurden synthetisiert. Alle 
anderen Stränge gleichen diesen beiden in ihrer Sequenz mit Ausnahme der in der Mitte 
der Stränge befindlichen Stelle, wo die modifizierten Nukleotide eingebaut werden. 
(Tabelle 5.3) 
 
Uridin reiche Stränge  Adenosin reiche Stränge 
S1  5´-CUU UUC CUU CUU-3´  S4  5´-AAG AAG GAA AAG-3´ 
S2  5´-CUU UUC CpyUU CUU-3´  S5  5´-AAG AAA GAA AAG-3´ 
S3  5´-CUU UUC CbpyUU CUU-3´  S6  5´-AAG AAC GAA AAG-3´ 
  S7  5´-AAG AAU GAA AAG-3´ 
   
Tabelle 5.3 :  Oligonukleotide ohne oder mit einfachem Einbau modifizierter Nukleotide 
 
5.3.2 Aufreinigung von Oligonukleotiden 
 
Nachdem das Oligonukleotid durch die Festphasensynthese synthetisiert worden ist, 
muss die Abspaltung vom CPG-Material, Entfernung der Schutzgruppen, Aufreinigung 
der Oligonukleotide und Entsalzung durchgeführt werden. Da Schutzgruppen an der 2´-
Hydroxygruppe bei RNA vorkommen, ist die Methode zur Aufreinigung von RNA im 
Vergleich mit DNA  nicht gleich. Die Methode zur Aufreinigung von DNA wird in Kapitel 
6.3.2 beschrieben.  
Die Aufreinigung von RNA ist in vier Teilschritten zu unterteilen. 
 
1.  Im ersten Schritt wird die Gemischlösung von Ammoniak und Ethanol (3:1) verwendet, 
um das CPG-Material abzuspalten. Die β-Cyanoethyl-Schutzgruppe am Phosphat und  
die Schutzgruppe an  den exocyclischen Aminogruppen von Nukleosid werden auch 
quantitativ abgespalten, während das CPG-Material vom Oligonukleotid abgespalten 
wird. Nach Filtration wird diese Oligonukleotid-Lösung in der SpeedVac bis zur 
Trockne eingeengt. 
2.  Im zweiten Schritt werden zwei Methoden zur Entschützung von Schutzgruppen an 
der 2´-Hydroxygruppe verwendet. Zur Entschützung von TBDMS-Schutzgruppe wurde 
die erste Methode verwendet. 2-Cyanoethoxymethylschutzgruppe (CEM) wurde mit 
beiden Methoden entschützt.                                                                                                            70
-Die erste Methode
126,127--------------------------------------------------------------------------------- 
Die Methode ist die Verwendung von gemischter Lösung (3eq N-Methyl-2-pyrrolidon, 
1,5eq Triethylamin und 2eq Triethylamin-Trihydrofluorid-Lösung). Das Oligonukleotid 
wurde mit 300µl dieser Lösung versetzt, 1,5 Stunden bei 65
oC inkubiert und bei 
Raumtemperatur abgekühlt. Nach Zugabe von 1.2ml n-Butanol wurde die 
Reaktionslösung 30 Minuten bei  -77
 oC abgekühlt und 30 Minuten bei  0
 oC und 
12000..rpm..zentrifugiert.                                                                                                    
– 
-Die zweite Methode ------------------------------------------------------------------------------------ 
Die Methode ist die Verwendung von Lösung (1M Tetrabutylammoniumfluorid-Lösung 
in THF, 10% n-Propylamin und 1% 2-Mercaptoethylether). Das Oligonukleotid wurde 
mit 2,5ml dieser Lösung versetzt und 8 Stunden bei Raumtemperatur inkubiert. Nach 
Zugabe von 2,5ml sterilem TRIS-Puffer (pH 8,0) wurde diese Oligonukleotid-Lösung 
in der SpeedVac bis zur Trockne eigeengt. Wegen des sehr salzhaltigen 
Oligonukleotides wurde es mittels Sephadex G25-Säulen entsalzt und in der 
SpeedVac evaporiert. 
3.  Im dritten Schritt wurde das entschützte Oligonukleotid mittels Anionenaustauscher-
HPLC aufgereinigt. In Kapitel 9.3.3.1 wird diese Aufreingung  beschrieben.   
4.  Im vierten Schritt wurde das mittels Sephadex G25-Säulen entsalzt.  
 
Die unmodifizierten Oligonukleotide wurden mittels der ersten Methode ganz entschützt 
(Abbildung 5.27). Aber nach der Entschützung mit beiden Methoden wurde noch die 2-
Cyanoethoxymethylschutzgruppe vorkommende und entschützte Oligonukleotide S2 und 
S3 bei der HPLC-Aufreinigung detektiert (Abbildung 5.28 und 29). Die CEM-schutzgruppe 






   71
 
 





Abbildung 5.28 : Chromatogramm von Anionenaustauscher-HPLC S2 nach Synthese und 
Entschützung, 1 : das entschützte Oligonukleotid,  






Abbildung 5.29 : Chromatogram von Anionenaustauscher-HPLC S3 nach Synthese und 
Entschützung,  1 : das entschützte Oligonukleotid, 2 : das partiell 
geschützte Oligonukleotid 
 
5.3.3 Charakterisierung von Oligonukleotiden 
 
5.3.3.1 Massenspektroskopie an mono- und unmodifizierten RNA 
12meren 
 
Zur Charakterisierung von hergestellten Oligonukleotiden wird die Massenspektrometrie 
eingesetzt. 
Elektrospray-Ionisations-(ESI) und matrixunterstützte Laser-Desorption/Ionisations-
(matrix-assisted desorption/ionisation, MALDI) Massenspektrometrie ermöglichen die 
unfragmentierte Massenbestimmung der Oligonukleotide mit hoher Empfindlichkeit. In 
dieser Arbeit wurden alle modifizierten und unmodifizierten Oligonukleotide nur mittels 
MALDI-Massenspektrometrie untersucht. 
 
- Elektrospray-Ionisations-Massenspektrometrie (ESI-MS) 
 
Bei dieser Methode wird die Probe in einem polaren und flüchtigen Lösungsmittel gelöst, 
durch eine Stahlkapillare geleitet und in einem elektrische Feld zerstäubt und ionisiert
128. 
1 2  73
Nach Entfernung von anhaftenden Lösungsmittelmolekülen durch einen warmen 
Gasstrom werden die Ionen aus der Atmosphärendruckquelle in das Hochvakuum des 
Massenspektrometers extrahiert. 
 Ein Problem bei der Massenspektrometrie von Oligonukleotiden ist die Anwesenheit von 
Salzen. Vor allem bildet Natrium Addukte mit dem negativ geladenen Rückgrat und stört 
den Ionisationsprozess. Zur Lösung des Problems tauscht man die Natriumionen gegen 
Ammoniumionen aus




- Matrixunterstütze  Laserdesorption/Ionisations-Massenspektrometrie (MALDI-MS) 
 
Diese Methode ist durch eine sehr schonende Ionisation charakterisiert. Dadurch  können 
die Molekulargewichte der sehr empfindlichen oder instabilen Moleküle ohne 
Fragmentierung gemessen werden
130,131.  Zudem wird die Probe mit einer Matrix im 
Überschuß cokristallisiert und mit einem IR- oder UV-Laserpuls im Hochvakuum des 
Spektrometers verschossen. Zunächst werden dabei die Matrixmoleküle angeregt. Die 
Matrixmoleküle für Stickstofflaser mit einer Wellenlänge von 337 nm sind 2,4,6-
Trihydroxyacetophenon oder 3-Hydroxypicolinsäure. Die Probenmoleküle werden dabei 
durch Unterstützung der Matrixmoleküle mit der absorbierten Lichtenergie verdampft und 
ionisiert. 
MALDI als gepulste Desorption-/Ionisationsmethode wird gewöhnlich mit einem 
Flugzeitmassenspektrometer (engl.: Time of flight, TOF) kombiniert, das die Ionen in 
einem ekektrischen Feld mit der gleichen Energie beschleunigt und dann gemäß ihres 
Masse-/Ladungsverhältnisses zeitlich auftrennt. 
Im Vergleich mit ESI-Massenspektrometrie ist MALDI weniger empfindlich gegenüber 
Salzkontaminationen der Probe. 
In dieser Arbeit wurden die Massen von RNA-Oligonukleotiden nur mittels MALDI/TOF-
Massenspektrometrie bestimmt
132. Abbildung 5.30, zeigt das MALDI-Spektrum des 
unmodifizierten Stranges S4 und Abbildung 5.31 und 32 zeigen die MALDI-Spektren der 
modifizierten Strängen S2 und S3. In Tabelle 5.3 sind die berechneten und gefundenen 
Massen der synthetisierten RNA-Strängen angegeben. 
Die unmodifizierten Stränge S4-7 wurden in einer sehr hohen Reinheit erhalten. Bei dem 
MALDI-Spektrum des unmodifizierten Stranges S3 wurde das Signal für das 
Natriumaddukt erkannt.   74
 
 
Abbildung 5.30 : MALDI-Spektrum des unmodifizierten RNA 12mers S4 (berechnete 




Abbildung 5.31 : MALDI-Spektrum des unmodifizierten RNA 12mers S2 (berechnete 




Abbildung 5.32 : MALDI-Spektrum des unmodifizierten RNA 12mers S3 (berechnete 
Masse : 3932,49 Dalton, gefundene Masse : 3954,94 Dalton) 
 




S1  5´-CUU UUC CUU CUU-3´  3608,12  3607,25 
S2  5´-CUU UUC CpyUU CUU-3´  3832,37  3833,30 
S3  5´-CUU UUC CbpyUU CUU-3  3932,49  3954,94 
S4  5´-AAG AAG GAA AAG-3´  3952,55  3950,96 
S5  5´-AAG AAA GAA AAG-3´  3936,55  3936,02 
S6  5´-AAG AAC GAA AAG-3´  3912,52  3911,80 
S7  5´-AAG AAU GAA AAG-3´  3913,51  3910,81 
 
Tabelle 5.4 : Masse und Sequenz der synthetisierten RNA-Stränge 
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5.3.3.2 Thermodynamische Untersuchungen (Tm-Wert) an mono- und 
unmodifizierten RNA 12mer Duplexen 
 
 
Die Stabilität von RNA Duplexen wurde mittels UV/VIS-Spektrometrie an einem CARY 1-
Spektrometer der Firma Varian untersucht. Als ein charakteristischer Parameter für die 
thermodynamische Stabilität von Oligonukleotid-Duplex definiert der Tm-Wert die 
Temperatur des Überganges des Duplex in die Einzelstränge. 
Die Bestimmung von Tm-Wert basiert darauf, daß ein Oligonukleotid des Einzelstranges 
aus einer geordneten Struktur in den ungeordneten Zustand übergeht. Die Erhöhung der 
optischen Dichte ist nicht linear, sondern sigmoidal. Die x-Koordinate [
oC] am 
Wendepunkt dieser Kurve liefert den Tm-Wert. 
Die Länge und Sequenz des Oligonukleotid-Duplex üben einen großen Einfluß auf den 
Schmelzpunkt aus. Die Doppelhelix wird durch Wasserstoffbrücken zwischen den 
komplementären Bassenpaaren, den Watson-Crick Basenpaaren stark beeinflusst. Durch 
die Wasserstoffbrücken halten die Adenin und Uracil(A/U) in der RNA bzw. Guanin und 
Cytosin(G/C) die beiden komplementären Nukleobasen zusammen. Das A/U- Basenpaar 
bilden zwei Wasserstoffbrücken. Im Vergleich mit dem bilden G/C-Basenpaare drei 
Wasserstoffbrücken und sind kompakter, so daß die G/C-Basenpaarungen an der 
Stabilität der Doppelhelix mehr als die A/U- Basenpaarungen beteiligt sind. Je länger eine 
Sequenz ist und je reicher an G C-Basenpaaren, desto stabiler ist der Duplex. Zudem 
hängt der Schmelzpunkt von der Salzkonzentration und dem pH-Wert der Lösung ab. 
Als Puffer zur Messung wurde ein Phosphat-Puffer der Zusammensetzung 140 mM 
Natriumchlorid, 10 mM Dinatriumhydrogenphosphat und 10 mM Natriumdihydrogen 
phosphat in DEPC Wasser bei pH 7,0  verwendet. In Abbildung 5.33 ist die Schmelzkurve 
des modifizierten RNA 12mer-Duplex S2/S6 gezeigt. Der Schmelzpunkt ist durch den 
Pfeil markiert und beträgt 32,3
oC. Die Bestimmung der Schmelzpunkte erfolgte durch 
computerunterstützte Anpassung unter Verwendung von Programm SigmaPlot 8.0. Die 
Methode zur Messung der Tm-Werte wird in Kapital 9.3.4.1 beschrieben.  
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Temperatur [
oC]
























Abbildung 5.33 : Charakteristische, sigmaoidale Schmelzkurve und Tm-Wert von 
modifizierten Duplex S2/S6 
 
Die ersten Messungen wurden an unmodifizierten Strängen durchgeführt. Dazu wurde 
Cytosin mit allen vier natürlichen Nukleobasen gepaart und die Schmelzpunkte der 
Duplexe gemessen, die das Watson-Crick match-Basenpaar (C/G) und die drei Watson-
Crick mismatch-Basenpaare (C/U, C/A und C/C)an dieser Stelle vergleicht. 
Weitere Messungen wurden mit das 1-Ethinylpyren- (Cpy) und 1-(4-Ethinyl-phenylethinyl)-
pyren-cytidin (CBPy ) durchgeführt. Dazu wurden diese mit den vier natürlichen Basen 
gepaart und die Schmelzpunkte gemessen. Die Tm-Werte von Basenpaaren aus Cytidin-
analogen Nukleosiden (C, Cpy und CBPy) und natürlichen Nukleobasen sind in Tabelle 5.5 
und Abbildung 5.34 dargestellt. 
 
Bezeichung Sequenz  Tm-Wert[
oC]  ∆Tm 
S1/S4  5´-CUU UUC CUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG GAA GAA-5´ 
52,5±0,1 / 
S1/S5  5´-CUU UUC CUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG AAA GAA-5´ 
32,3±0,2 / 
S1/S6  5´-CUU UUC CUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG CAA GAA-5´ 
28,8±0,2 / 
S1/S7  5´-CUU UUC CUU CUU-3´  29,6±0,1  /   78
3´-GAA AAG UAA GAA-5´ 
S2/S4     5´-CUU UUC CpyUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG GAA GAA-5´ 
56,4±0,2 +3,9 
S2/S5     5´-CUU UUC CpyUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG AAA GAA-5´ 
38,2±0,2 +5,9 
S2/S6     5´-CUU UUC CpyUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG CAA GAA-5´ 
32,3±0,3 +3,5 
S2/S7     5´-CUU UUC CpyUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG UAA GAA-5´ 
34,0±0,1 +4,4 
S3/S4     5´-CUU UUC CbpyUU CUU-3 
3´-GAA AAG GAA GAA-5´ 
56,5±0,1 +4,0 
S3/S5       5´-CUU UUC CbpyUU CUU-3´ 
3´-GAA AAG AAA GAA-5´ 
37,3±0,2 +5,0 
S3/S6     5´-CUU UUC CbpyUU CUU-3 
3´-GAA AAG CAA GAA-5´ 
31,6±0,2 +2,8 
S3/S7     5´-CUU UUC CbpyUU CUU-3 
3´-GAA AAG UAA GAA-5´ 
33,3±0,1 +3,7 
 
Tabelle 5.5 : Tm-Werte der synthetisierten RNA-Duplexe 
 
Im allen Fälle von S2/S4-S2/S7 und S3/S4-S3/S7 wurde eine Stabilisierung von ca. 4-6 
oC beobachtet. Diese Erhöhung der Stabilität kann durch eine Hydrophobe-
Wechselwirkung erklärt werden. Bei S3/S4-S3/S7 sind die Länge des Linkers zwischen 
dem Pyren und Cytidin länger als S2/S4-S2/S7. Trotzdem unterscheiden sich die Tm-
Werte der S3/S4-S3/S7 nur geringfügig von S2/S4-S2/S7. Der Grund ist, daß das Pyren 
und Linker sich außerhalb des Duplexes befinden, so daß die sterische Hinderung einen 
geringen Einfluß auf der Stabilität der Duplexe ausübt.  



























Abbidung 5.34 . Der Vergleich der Tm-Werte der un- und modifizierten Duplexe 
 
5.3.3.3 CD-Spektroskopie an RNA 12 meren 
 
Die CD-Spektroskopie kann zur Bestimmung der Sekundär- und Tertiärstrukturen der 
Proteine und Nukleinsäuren in Lösung angewendet werden. Deswegen wurden die CD-
Spektren zur Untersuchung der modifizierten RNA-Duplexe auf die Struktur einer A-Helix 
RNA aufgenommen und analysiert. Die Circular Dichroismus(CD)-Spektroskopie ist eine 
optische Methode zur Untersuchung der Sekundär- und Tertiärstrukturen chiraler 
Biomakromoleküle. Sie beruht darauf, daß das links- und rechts-zirkular polarisierte Licht 
durch die chiralen oder optisch aktiven Substanzen verschieden absorbiert wird. In CD-
Spektren wird die Ellipizität als Funktion der Wellenlänge aufgetragen. Die resultierenden 
Werte werden je nach Vorzeichen als positiver bzw. negativer Cotton-Effekt bezeichnet. 
Die CD-Spektroskopie besitzt bei dieser Messungen einen großen Vorteil, der in der 
Empfindlichkeit gegenüber Veränderungen in der Struktur der zu untersuchenden 
Moleküle liegt, der einfachen Durchführbarkeit der Messung, der geringen Probenmengen 
und der nicht destruktiven Natur der Messung.  
Die durch CD-Spektren gelieferten Informationen sind keine genauen 
Strukturinformationen, sondern nur Strukturabhängige Gesamtbilder. Im Vergleich mit 
Spektren bekannter Strukturen kann die Intensität und die Lage einzelner Banden nur 
interpretiert werden. Es können jedoch zuverlässige Aussagen über die Sekundär- und   80
Tertiärstrukturen der Nukleinsäuren gemacht werden, da die entsprechende A-, B- und Z-
Form von Helices charakteristische Spektren aufweisen
2. 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde zu CD-Untersuchungen JASCO J-710 Spektrometer mit 
einem Peltier thermoregulierbaren Küvettenhalter verwendet. Zudem da eine 
Kondensation der Luftfeuchtigkeit an der Glasswand der Küvette möglich war, wurden die 
Messungen unter kontinuierlichem Stickstoffgas-Strom durchgeführt. Details zur 
Durchführung der Messungen sind in Kapitel 9.3.5 aufgeführt. 
Die CD-Spektren der mit 1-Ethinylpyren (Cpy) und 1-(4-Ethinyl-phenylethinyl)-pyren (CBPy) 
gelabelten RNAs wurden im Vergleich mit dem unmodifizierten Duplex S1/S4 
aufgenommen. Alle CD-Spektren zeigen den charakteristischen Kurvenverlauf einer A-
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Abbildung 5.35 : CDspektren von S2/S4-S2/S7 und S1/S4 :  
schwarz-S1/S4,gelb-S2/S4, blau-S2/S5, rot-S2/S6 und türkis-S2/S7 
 
Die A-Helix weist dabei ein charakteristisches Maximum bei ca. 270 nm auf und ein 
Minimum bei ca. 215 nm auf. 
Im Vergleich mit dem unmodifizierten Duplex S1/S4 wurden die Maximal- und 
Minimalwellenlängen von S2/S4-S2/S7 und S3/S4-S3/S7 geringfügig unterschieden 
beobachtet. Der minimale Unterschied vom Hauptmaximum bedeutet eine geringe 
Veränderung der Duplex-Struktur. 
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Abbildung 5.36 : CDspektren von S3/S4-S3/S7 und S1/S4 :  
schwarz-S1/S4,gelb-S3/S4, blau-S3/S5, rot-S3/S6 und türkis-S3/S7 
 
5.3.3.4 Fluoreszenz-Spektroskopie an RNA 12 meren 
 
Die Fluoreszenz wird durch die Wellenlänge der Anregung (Exzitation) und Emission, 
sowie Quantenausbeute, Zerfallszeit, und Polarisation charakterisiert. Zudem geben 
Fluoreszenz-Spektren von Anregung und Emission Informationen über 
Energieübertragung. Vor allem müssen die Fluorophore, die in den bindenden π-
Orbitalen delokalisierte Elektronen als aromatische Ringstrukturen besitzen, zur 
Untersuchung benötigt. Die Fluoreszenz hängt von der Wellenlänge ab. Details zu der 
Fluoreszenz und den Fluorophoren sind in Kapitel 5.1.1 aufgeführt. 
Die Prozesse der Fluoreszenz können durch ein Jablonski Diagram erkärt werden 
(Abbildung 5.37) 
Die durch Absorption bei gewissen Wellenlängen angeregten Elektronen bewegen sich 
aus dem Grundstand So in einen der angeregten Singulettzustand S1  oder  S2. 
anschließend wird das angeregte Elektron in dem Grundstand So zurückkehren. Man 
spricht von Fluoreszenz. Zudem geht ein Teilchen durch intersystem crossing aus dem 
Singulett- in den Triplett-Zustand T1 über. Anschließend wird das angeregte Elektron in 
den Grundstand So zurückgekehren. Das ist Phosphoreszenz. 




Abbildung  5.37 : Jablonski Diagram 
 
Die Fluoreszenz-Spektren wurden an einem Hitachi F-4500 Fluoreszenz-
Spektrophotometer aufgenommen.  
Alle Messungen wurden bei Raumtemperatur, mit derselben Konzentration in demselben 
Phosphat-Puffer wie bei den UV-Spektroskopie Untersuchungen durchgeführt. Details zur 
Durchführung der Messungen sind in Kapitel 9.3.6 aufgeführt. 
Die Fluoreszenzspektren von mit 1-Ethinyl-pyren gelabelten RNA-Duplexe S2/S4-S2/S7 
wurden mit dem einzelen Strang S2 vergleicht (Abbildung 5.38). 
Die Maxima befinden sich bei ca. 400 nm und bei ca. 440 nm. In S2/S4-S2/S7 konnten 
Elektronen-Transfer Wechselwirkungen zwischen dem Fluorophor und der benachbarten 
Base stattfinden, so daß die Fluoreszenz verhindert wurden und die Intensität reduziert. 
Die Fluoreszenz-Intensität können bei den benachbarten Pyrimidine leichter als bei den 
benachbarten Purine reduziert werden. Die Fluoreszenz-Intensität von S2/S4 wurde bei 
ca. 410 nm und bei ca. 430 nm stärker als andere Duplexe. 
 






























Abbildung  5.38 : Fluoreszenzspektren von S2/S4-S2/S7 und S2 :  
schwarz-S2,gelb-S2/S4, blau-S2/S5, rot-S2/S6 und türkis-S2/S7 
 
Bei dem Vergleich der Fluoreszenzspektren S3/S4-S3/S7 mit dem Einzelstrang S3 
konnten nur geringfügige Unterschiede beobachtet werden (Abbildung 5.39).  
Die Maxima befinden sich bei ca. 400 nm und bei ca. 440 nm. Wie in Abbildung 5.39 
graphisch dargestellt, übten die RNA-Duplexe S3/S4-S3/S7 einen sehr geringen Einfluß 
von Elektronen-Transfer Wechselwirkungen zwischen Pyren und den Nukleobasen aus. 
Der Linker in S3 ist länger als in S2, so daß das angeregte Pyren und die benachbarten 
Nukleobasen sehr gering kontaktiert werden. 
































Abbildung 5.39 : Fluoreszenzspektren von S3/S4-S3/S7 und S3 : 
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6.  Synthese von o-Nitrobenzyl-Schutzgruppe (nbm und (R)-




6.1 Einführung von o-Nitrobenzyl-Schutzgruppen (nbm) an der 2´-
Desoxynukleinsäure (DNA) 
 
6.1.1 Schutzgruppe an der 2´-Position 
 
Zur Schützung der 2´-Hydroxygruppe während der RNA-Festphasensynthese werden   
Schutzgruppen verwendet. 
Die Voraussetzungen sind:  
 
1.  Keine Wanderung von 2´-Position zu 3´-Position  
2.  eine geringe Isomere zwischen 2´- und 3´-Position 
3.  Eine erleichterte Aufreinigung durch Säulenchromatographie 
4.  ein Minimum sterischer Hinderung 
5.  Relativ kurze Kupplungszeiten 
6.  Eine hohe Stabilisierung während der RNA-Festphasensynthese 













151-Derivativ (Abbidung 6.1, 6.2 und 6.3).  
Von Reese et al
152 wurde Acetal in Form von Tetrahydropyran-2-yl(Thp)
 als eine erste 
Säure-labile Schutzgruppe an der 2´-Position synthetisiert. Aber Thp führt zu 
diastereoisomerer Mischung von geschütztem Intermediaten. Deswegen werden 4-
Methoxytetrahydropyran-2-yl (Mthp)
136 und diese Derivate, 1-(2-chloro-4-methylphenyl)-4-
methoxypiperidin-4-yl (Ctmp)
153 und 1-(2-Fluorophenyl)-4-methoxypiperidin-4-yl 
(Fpmp)
137,138, als achiral zum Schutz an der 2´-Position effektiver und einfacher als Thp   86
benutzt. Ctmp ist eine erste Acetal-Schutzgruppe in Form von 1-Arylpiperidin-4-on. Im 
Vergleich mit Ctmp besitzt Fpmp eine ähnliche Eigenschaft. 
 
 























Ausbildung 6.1 :  Einführung der Säure-gelabelten Schutzgruppen an der 2´-Position 
A:  Tetrahydropyran-2-yl-Schutzgruppe (Thp), B:  4-Methoxytetrahydro 
pyran-2-yl (Mthp) und Derivate, 1-(2-chloro-4-methylphenyl)-4-methoxy 
piperidin-4-yl-Schutzgruppe (Ctmp) und 1-(2-Fluorophenyl)-4-methoxy 
piperidin-4-yl-Schutzgruppe (Fpmp) C: tetrahydrofuranyl-Schutzgruppe 
 
Diese Acetal-Schutzgruppen sind stabil unter basischen Bedingungen. Alle Säure-labilen 
Schutzgruppen werden unter milden Bedingungen der Säurehydrolyse entschützt. 
Tert-Butyl-dimethylsilyl-Schutzgruppe (TBDMS) ist bis zum heutigen Tagen  eine der 
gängisten 2´-OH Schutzgruppen. Bei den mit TBDMS geschützten Nukleosiden treten 
Probleme auf, wie die Wanderung zwischen 2´- und 3´-Position , sterische Hinderung und 
Schwierigkeit der Aufreinigung. Um Nachteile von TBDMS zu überwinden, wurde die 
Triisopropyloxymethyl-Schutzgruppe (TOM)
148,149 entwickelt. Im Vergleich mit TBDMS 
besitzt TOM Vorteile, wie keine Wanderung, eine relativ kurze Kupplungszeit und hohe   87
Ausbeute. Aber TOM ist wegen der wasserabweisenden(hydrophoben) Eigenschaft von 
Silylgruppen bei der Anaylse und Aufreinigung mit HPLC nicht ideal. 
 
B = Oligonukleotidbase (A,G,C und U)
R = Schutzgruppe der Ether-Form









Ausbildung 6.2 :  Einführung der Ether-Schutzgruppen an der 2´-Position 
A: Tert-Butyl-chlordimethylsilyl-Schutzgruppe (TBDMS), B: Triisopropyl 
oxymethyl-Schutzgruppe (TOM)  
 
6.1.2  Einführung der o-Nitrobenzyl-Schutzgruppe 
 
o-Nitrobenzylgruppe
150 ist eine bekannte photospaltbare(gelabelte) Schutzgruppe von 
Hydroxy-Verbindungen wie Alkohol, Phenol, Carbonsäure, Aminosäure und 
Kohlenhydrat
154.
  Zur Synthese von Ribonukleotid wurde [1-(o-Nitrobenzyl)oxy]methyl-
(nbm) und [(R)-1-(o-Nitrobenzyl)ethoxy]methyl-((R)-npeom)Schutzgruppe an der 2´-
Position von Ribonukleosiden erst verwendet in 1975
155,156 und 1999
157 (Abbildung 6.3). 
Bei dem mit o-Nitrobenzyl ether (nbm) geschützten Oligoribonukleosid und 
Oligoribonukleotid treten folgende Vorteile auf
 148 :  
 
1.  o-Nitrobenzyl ether ist stabil gegenüber Säure und Base  
2.  Keine Wanderung  
3. Keine Isomere und diastereomere Mischung wegen der Abwesenheit von 
Chiralitätszentrum 
4.  Die erleichterte Aufreinigung durch Säulenchromatographie 
5.  Das Minimum einer sterischen Hinderung durch die Verknüpfung über eine sterisch 
kleine und flexible Methyleneinheit 
6.  Die relativ kurze Kupplungszeit    88






B = Oligonukleotidbase (A,G,C und U)




R1 A :  R1= H
B :  R1 = CH3  
 
 
Abbildung 6.3 : Einführung der A : [1-(o-Nitrobenzyl)oxy]methyl- (nbm) und B : [(R)-1-(o-
Nitrobenzyl)ethoxy]methyl-Schutzgruppe ((R)-npeom) als Ether-
Schutzgruppen  
  
Aber ein Nachteil ist eine geringe Ausbeute von Ribonukleotid trotz der vielen Vorteile. 
Gough et al. berichteten erst 1992, daß die nbm-Schutzgruppe am Ribonukleotid durch 
Photoabspaltung mit langwelligem Ultraviolett(UV)-Licht (Pyrex-gefiltrierte Hg-
Lampe(250W)) unter milden Säure-Bedingungen(in t-BuOH:Wasser=1:1, pH 3.7)  effizient 
abgespaltet werden konnten
 158. 
Die Reaktionsgeschwindigkeit der Entschützung ist sehr schnell bis ca. 1 Std und danach 
sehr langsam und Reaktionszeit  hängt von der Länge der Sequenz ab. Da o-
Nitrosobenzaldehyd als Nebenprodukt die Photoabspaltung von Ribonukleotid verhindert, 
verwendeten Pitsch et al. 1997 die wässrigen und organischen zwei 
Phasen(Wasser(10mM Natriumphosphat, 10mM Natriumcitrat, pH 3.9) und 1,2-Dichlor 
ethan) zur Extraktion von o-Nitrosobenzaldehyd und konnten den Reaktionsablauf durch 
UV-Spektren und HPLC-Plot beobachteten
120 (Abbildung 6.4). 




Abbildung 6.4 : Die Photosabpaltung der ent-r(ACGGUCUCACGAGC)-Sequenz in zweien 
Phasen
120  
A : UV-Spektren der  beiden Phasen (die starke Absorption (ca 320 nm) 
des Nebenproduktes in der organischen Phase) B : Reverse-Phase-
HPLC (RP-HPLC)-Monitoring in der wässerigen Phase 
 
Zudem berichteten sie, daß die npeom-Schutzgruppen am Ribonukleotid 1999  mit Pyrex-
gefilterter Hg-Lampe(250W) unter andere Bedingungen (pH 8.0
150) effizient abgespaltet 
werden konnte und 2000 unter milder Säure- Bedingung (in 20mM wässig. Essigsäure, 
pH 3.1)
 159. 
Der Mechanismus der Entschützung von o-Nitrobenzylether Derivate läßt sich in fünf 
Schritte unterteilen
160,161 (Abbildung 6.5). Der erste Schritt besteht aus der 
photochemischen Bildung des aci-Nitro-Zwischenproduktes als o-Chinoide Spezies in 
angeregten Zustand als Singuletts oder Triplett. In dem zweiten Schritt wird das 
Zwischenprodukt zum Anion deprotoniert. In dem dritten Schritt wird dieses 
Zwischenprodukt protoniert. Der vierte Schrit ist die Cyclisierung zum bicyclischen 
Zwischenprodukt. Der letzte Schritt besteht aus der Ringöffnung und Abspaltung des 
Alkoholates zu 2-Nitrosobenzaldehyd. Das cyclische Zwischenprodukt wurde noch nicht 
wässerige Phase  – 1 (vor Photolyse) 
                                 2 (nach Photolyse) 
organische Phase – 3 (nach Photolyse) 
B  A   90
experimentell nachgewiesen. Zudem können bei der Photoabspaltung alle 
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6.2 Chemische Synthese  
 
6.2.1   Reduktion von 2-Nitroacetophenon 
 
1-(O-nitrophenyl)ethanol  32 wurde aus 2-Nitroacetophenon durch Reduktion  erhalten. 
Bei der Reduktion von Carbonylverbindungen werden Natriumborhydrid(NaBH4) und 
Lithiumaluminiumhydrid (LiAlH4)als Reagentien am häufigsten verwendet. Bei Reduktion 
von Aldehyd und Keton werden Natriumborhydrid(NaBH4) meist verwendet. Zudem da die 
Reduktion mit Natriumborhydrid in wäßriger oder alkolischer Lösungsmittel 
unproblematisch durchgeführt werden können,  ist sie leichter als mit 
Lithiumaluminiumhydrid.Um Alkohol-Verbindungen in milden Reaktionsbedingungen 
einfach und effektiv zu synthetisieren, wurde die Reduktion mit auf Alumina adsorbiertem 
Natriumborhydrid durchgeführt














Abbildung 6.6  :  Synthese von 1-(O-nitrophenyl)ethanol 32 
 
2-Nitroacetophenon wurde in Diethylether gelöst, Zugabe auf Alumina adsorbiertem 
Natriumborhydrid 2 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie  konnte Verbindung 32 mit einer Ausbeute von 99% isoliert 




6.2.2   Synthesen von O,S-Acetal-Verbindungen 27 und 33  
 
Halogenalkyl Ether-Verbindungen sind nützliche Intermediäte in  organischen Synthesen. 
Um diese Verbindungen zu synthetisieren, werden O,S-Acetal-Verbindungen als Edukte   92
eingeführt. Drei Methoden (A, B und C) werden zu Synthese von Methylthiomethylether-





33  R2 = CH3
    B      23%
NO2
R1
27  R2 = H
    A     38%
    B     34%
    C     75%
OH
R2
A, B oder C
R1 = H, CH3
A : DMSO, (CH3CO)2O, CH3COOH.,    3Tage, RT
C : NaH, NaI, ClCH2SCH3, 1,2-Dimethoxyethan.,   0oC(2Std), RT(4Std)




Abbildung 6.7 :  Synthesen von O,S-Acetal-Verbindungen 27 und 33 
 
•  Erste Methode (A) : 
Erste Methode (A) ist eine Verwendung von Dimethylsulfoxid, Essigsäure und 
Essigsäureanhydrid
168-171. Ein Vorteil ist, daß Neben-Produkte in dieser Reaktion nur 
gering entstehen. O,S-Acetal-Verbindungen wurde durch Pummerer Reaktion 
synthetisiert. Als Alkohol-Verbindung wurden 2-Nitro-benzylalkohle in 
Dimethylsulfoxid gelöst und nach Zugabe von Essigsäure und Essigsäureanhydrid 3 
Tage gerührt. Nach der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnte 
Verbindung 27 mit einer Ausbeute von 38% isoliert werden.  
 
•  Zweite Methode (B) :  
Zweite Methode (B) ist eine Verwendung von Chlormethyl-methylsulfid, Silbernitrat 
und Triethylamin in Benzol und Cyclohexan
168. Sie  wird durch eine Hilfe einer 
elektrophiler Katalyse von Silber-Ion und Triethylamin als Base unter milden und 
nicht oxidativen Bedingungen durchgeführt und ist auch für primäre–, sekundäre-   93
Alkohole geeignet und quartäre nicht. Alkohol-Verbindungen wurden in abs Benzol 
gelöst, nach Zugabe von von Chlormethyl-methylsulfid, Silbernitrat und Triethylamin 
auf 80
oC erhitzt und 24 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnten Verbindung 27 und 33 mit einer Ausbeute von 34% 
und 23% isoliert werden. 
 
•  Dritte Methode (C) :  
Dritte Methode (C) ist eine Verwendung von Chlormethyl-methylsulfid und 
Natriumhydrid
1-4. Da bei dieser Methode Natriumhydrid als Base verwendet wird, ist 
sie nur für primäre Alkohole und Phenole geeignet
168. Natriumhydrid wurde in 1,2-
Dimethoxyethan bei 0
oC gelöst, nach Zugabe von 2-Nitro-benzylalkohl, Natriumiodid 
und Chlormethyl-methylsulfid bei dieser Temperatur 2 Stunden gerührt, 
anschließend auf Raumtemperatur erwärmt und 4 Stunden gerührt. Nach der 
Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnte Verbindung 27 mit einer 
Ausbeute von 75% isoliert werden. 
 
6.2.3  Halogenierung von O,S-Acetal-Verbindungen  
 
Halogenierung von O,S-Acetal-Verbindungen wurde mit Sulfurylchlorid durchgeführt
172 ( 
Abbildung 6.8 ). O,S-Acetal-Verbindungen 27 und 33 wurden in Dichlormethan gelöst und 
nach Zugabe von Sulfurylchlorid 1 Stunde gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 






34    R2 = CH3
68%
28    R2 = H
91%
R2






33 R1 = CH3
 
 
Abbildung 6.8 :  Halogenierung von O,S-Acetal-Verbindungen 27 und 33   94




Zur Phosphoramidierung der 3´-Position  wird eine Schutzgruppe in der 5´-Position von 
Uridin benötigt. Deswegen  wurde Nukleosid 3 durch Schützung von DMTr synthetisiert 
















29    44%  
 
 
Abbildung 6.9 : Dimethoxytritylierung 
 
Die Einführung der 4,4´-Dimethoxytriphenylmethyl-Schutzgruppe(DMTr) wurde bereits in 
Kapitel 5.2.7 ausführlicher beschrieben. In der Reaktion wurden Triethylamin, N,N-
Dimethylaminopyridin oder N,N-Diisopropylethylamin als Basen nicht benutzt. Uridin wird 
in Pyridin gelöst und mit 4,4´-Dimethoxytriphenylmethylchlorid (DMTrCl) versetzt. Nach 
der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnte Nukleosid 29 mit einer Ausbeute 
von 44% isoliert werden. 
 
6.2.5  Einfügung von [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl (nbm) 30-1 und das Derivat 35-1 als 
Schutzgruppen an der 2´-Position  
 
Während der Festphasensynthese von RNA wird eine stabile Schutzgruppe an der 2´-OH 
Position benötigt.  Die Schutzgruppen vom Silyl-ether und Acetal Typen wurden erforscht 
und damit als gängiste 2´-OH Schutzgruppe syntetisiert. [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl-  95
Schutzgruppe(nbm) wurde 1992 von G. R. Gough-Gruppe publiziert
173, wegen der 
minimalen sterischen Hinderung bei Substitution der 2´-OH Position, war in guten 
Kupplungsausbeuten zu synthetisieren und unter milden photochemischen Bedingungen 
spaltbar





34    R1 = CH3





























90Min(RT)    30Min(70oC)
+
35-1    R2 = CH3
43%
30-1    R2 = H
44%
35-2    R3 = CH3
32%




Abbildung 6.10 :  Einfügung von [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl (nbm) 30-1 und das Derivat 
35-1 als Schutzgruppen an der 2´-Position  
 
Die Reaktion verläuft über zylischen Übergangszustand, bei dem die Aktivierung des 
Übergangsmetalls wie Zinn durch Komplexbildung mit dem cis-Diol-System der Ribose 
stattfindet
158. Die Reaktion läßt sich in zwei Schritte unterteilen. Der erste Schritt der 
Reaktion besteht  aus einer Bildung des zinnhatigen zylischen Derivates an der 2´- und    96
3´- Position. Der zweite Schritt der Reaktion besteht  aus einer Subtitution von [(2-
Nitrobenzyl)oxy]methyl-Schutzgruppe(nbm) an der 2´- Position. Zudem werden die an der 
3´-Position [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl-Schutzgruppe substituierten Isomeren beobachtet.     
Nukleosid 3 wurde in 1,2-Dichlorethan gelöst, nach der Zugabe von Diisopropylethylamin 
und Dibutylzinndichlorid bei Raumtenperatur 1,5 Stunden gerührt, auf 70°C erwärmt, 
nach der Zugabe von O-Nitrobenzyl chloromethyl ether 28 oder das Derivat 34 bei dieser 
Temperatur 1 Stunde gerührt. Es wurden 44 % und 43% des 2´-geschützten Isomeren ( 
30-1 und 35-1  ) und 34 % und 32% des 3´-geschützten Isomeren ( 30-2 und 35-2  )  
erhalten. 
 
6.2.6  Einführung der 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylphosphoramidit  -
Gruppe an der 3´-Position 
 
Zur erfolgreichen Festphasensynthese von DNA werden Nukleoside 31 und 36  benötigt, 
die mit 2-Cyanethyldiisopropylchlorphosphoramidit
117,120,125 an der 3´-Position 
phosphityliert. 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramidit ist das Standard-












35-1    R1 = CH3







abs DCM, abs ACN














36     R2 = CH3
92%





Abbildung 6.11 : Synthese von Phosphoramidit-Verbindungen 31 und 36    97
 
Bei der Synthese ist auf Trockenheit aller Lösungsmittel und Reagenzien und auf 
Ausschluß von Sauerstoff zu achten. Die 2´- und 5´-geschützten Nukleside 30-1 und 35-1 
werden in einer Mischung von Dichlormethan und Acetonitril im Verhaltnis 1 zu 1 gelöst, 
mit N,N-Ethyldiisopropylamin versetzt, auf 0
oC abgekühlt. Nach Zugabe von 2-Cyanethyl-
N,N-diisopropylchlorphosphoramidit werden weitere 10 Minuten bei dieser Temperatur 
gerührt, langsam auf Raumtemperatur erwärmt und  anschließend bei Raumtemperatur 
gerührt. Zur Vermeidung der Bildung von H-Phosphonaten wird eine kurze Reaktionzeit 
bei Raumtemperatur benötigt. Die als zwei Diastereomere synthetisierten Phosphoramidt-
Nukleoside 31 und 36 werden durch Säulenchromatographie erhalten. Aber die Isomere 
müssen mittels einer Säulenchromatographie nicht getrennt werden. Die Isomere können 
in der Festphasensynthese eingesetzt werden. Die Ausbeuten von Phosphoramidt-
Nukleoside 31 und 36 waren bei 90% und 92%. Die Charakterisierung der Produkten 
erfolgte sowohl über 
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6.2.7   Syntheseübersichten 
 
Abbildung 6.12 zeigt die Syntheseübersicht der o-Nitrobenzylmethylthiomethyl ether 28 
und 1-(o-Nitrophenyl)ethylmethylthiomethylether 34 
 
Abbildung 6.13 zeigt die Syntheseübersicht der Phosphoramidit-Verbindungen 1-{5´-O-
(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(2-nitrobenzyl)oxy]methyl} uracil 3´-[(2-Cyanoethyl)- 
DiIsopropylphosphrosamidite 31 und 1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-
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NaBH4 - Alumina, 
abs Diethylether
2Std, RT





34    R = CH3
68%
















Reagenz Lösungsmittel  Temperatur  und 
Reaktionszeit 
Ausbeute 
27  A (CH3CO)2O, CH3COOH, 
DMSO 
      3 Tage, RT  38 % 
27  B AgNO3, Et3N, ClCH2SCH3  abs Benzol   24 Std., 80 
oC 34  % 
27  C NaH,  NaI,  ClCH2SCH3  abs 1,2-Dimethoxyethan 2 Std. (0 
oC), 
    4 Std. (RT) 
75% 
33  B AgNO3, Et3N, ClCH2SCH3 abs  Benzol   24 Std., 80 
oC  23 % 
 
Tabelle 6.1 :  synthetische Methoden der o-Nitrobenzylmethylthiomethylether 27 und  
1-(o-Nitrophenyl)ethylmethylthiomethylether 33 



















34    R = CH3





























90Min(RT)    30Min(70oC)
+
35-1    R = CH3
43%
30-1    R = H
44%
35-2    R = CH3
32%











35-1    R = CH3
30-1    R = H
N P O CN
Cl
 DIPEA
abs DCM, abs ACN














36    R = CH3
92%





Abbildung 6.13 :  Synthese der Phosphoramidit-Verbindungen 31 und 36   101




6.3.1  Synthese des Oligodesoxynukleotid S8 mit Einbau von 
modifiziertem Nukleotid  
 
Das in dieser Arbeit synthetisierte Oligodesoxynukleotid wurde nach der Phosphoramidit-
Methode an Modell Expedite 8909 Synthesizer von PerSeptive Biosystem hergestellt. Als 
Trägermaterial wurde der eine Porengröße von 500 Å besitzende CPG-Träger im 1 µmol 
Maßstab eingesetzt. Die Standardnukleosidphosphoramidite und Synthesereagenzien 
(siehe Chemikalienliste) sind kommerziell erhältlich. Als Aktivator wurde 4,5-
Dicyanoimidazol (DCI Aktivator) eingesetzt. Die Standardkupplungszeiten der 10 Minuten 
für DNA-Bausteine wurde für das modifizierte Nukleotid übernommen. Bei der 
Festphasensynthese aller Oligodesoxynukleotide wurde die Dimethoxytriphenyl- 
methylgruppe (DMTr) des finalen Bausteins nicht abgespalten. 












5´-AGC CCT TAC TUnbmT GAC GGT ATA TCT-3´ 
 
 
Abbildung 6.14 : Abkürzung und Sequenz des modifizierten Nukleotides S8 für die DNA-
Synthese  
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6.3.2  Aufreinigung des Oligodesoxynukleotides  
 
Nach der Synthese des Oligodesoxynukleotids durch die Festphasensynthese muß die 
Abspaltung vom CPG-Material und Aufreinigung des Oligodesoxynukleotids durchgeführt 
werden. Da die 2´-Hydroxygruppe in DNA nicht vorkommt, ist die Methode zur 
Aufreinigung von DNA im Vergleich mit RNA  nicht gleich. Zudem wird Millipore-Wasser 
anstatt DEPC-Wasser bei diese Aufreinigung verwendet, da DNA stabiler als RNA ist.      
Die Aufreinigung von DNA ist in zwei Teilschritten zu unterteilen. 
 
1.  Im ersten Schritt wurde konz. Ammonia verwendet, um das CPG-Material 
abzuspalten. Die β-Cyanoethyl-Schutzgruppe am Phosphat wurde auch quantitativ 
abgespalten, während das CPG-Material von Oligodesoxynukleotid abgespalten 
wurde. Nach Filtration wurde diese Oligodesoxynukleotid -Lösung in der SpeedVac bis 
zur Trockne eingeengt. 







Abilldung 6.15 :  HPLC-Chromatogramm des Oligodesoxynukleotids S8 
 




Zur Charakterisierung dieses hergestellten Oligodesoxynukleotids wurde auch die 
Massenspektrometrie eingesetzt. Elektrospray-Ionisations-(ESI) und matrixunterstützte   103
Laser-Desorption/Ionisations-(matrix-assisted desorption/ionisation, MALDI) 
Massenspektrometrie ermöglichen die unfragmentierte Massenbestimmung der 
Oligonukleotide mit hoher Empfindlichkeit. In dieser Arbeit wurden das modifizierte 
Oligodesoxynukleotid S8 nur mittels MALDI-Massenspektrometrie untersucht.(Tabelle 6.2 
und Abilldung 6.16) 
 
Oligodesoxynukleotid berechnete  Mass  mit MALDI  Mass gefundene 
Mass 
S8 7442,9  7440,7 
 




Abilldung 6.16 :  MALDI-Spektrum des Oligodesoxynukleotid S8 
 
6.3.4 Photoabspaltung der [1-(o-Nitrobenzyl)oxy]methyl-Schutzgruppe 
(nbm) in dem Oligodesoxynukleotid S8  
 
6.3.4.1    Verwendung des Stickstofflaser zur Photoabspaltung 
 
Gough et al. berichteten 1992 zu erst, daß die nbm-Schutzgruppen am Ribonukleotid 
durch Photoabspaltung mit langwelligem Ultraviolett(UV)-Licht  (Pyrex-gefiltrierte Hg-
Lampe(250W)) unter milder Säure-Umgebung(in t-BuOH:Wasser=1:1, pH 3.7)  effizient 
abgespaltet werden. Pitsch et al. verwendeten 1997 die wässrigen und organischen zwei 
Phasen(Wasser(10mM Natriumphosphat, 10mM Natriumcitrat, pH 3.9) und 1,2-Dichlor 
ethan) zur Photoabspaltung und Extraktion von o-Nitrosobenzaldehyd, das als   104
Nebenprodukt die Photoabspaltung verhindert. Die Reaktionsgeschwindigkeit der 
Photoabspaltung ist erst sehr schnell bis ca. 1 Std und danach sehr langsam und die 
Reaktionszeit hängt von Länge der Sequenz ab.  
Die in dieser Arbeit abgespaltenen Oligodesoxynukleotide wurden am Modell CL-02 von 
ATL-Lasertechnics hergestellt. Dieser Stickstofflaser als ein Ultraviolett(UV)-Moleküllaser 
soll anstatt der Pyrex-gefilterten Hg-Lampe(250W) zur Photoabspaltung verwendet 
werden. Eine Küvette der Schichtdicke 1 cm wurde mit 1 ml des Millipore-Wassers gefüllt. 
Bei diesem Laser entsteht die Strahlung durch Übergänge zwischen C
3πg  und B
3πg. Die 







Abbildung 6.17 : Termschema des Stickstofflasers 
 
Das System des Lasers funktioniert relativ einfach, so daß er in Laboratorien selbst 
gebaut wird. Zudem ist die Methode auch einfach.  
Die Experimente wurden unter Wiederholfrequenz (2 Hz) in Millipore-Wasser anstatt der 
milden Säure-Umgebung (ca. pH 3.7-3.9) durchgeführt. Der Ablauf der Abspaltung wurde 
pro 10 min. mittels UV-Spektrometrie gemessen (Abbildung 6.18). Der Mechanismus der 
Abspaltung der o-Nitrobenzylether Derivate wurde in Kapitel 6.1.2 ausführlicher 
beschrieben.   105
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Abbildung 6.18 : Ablauf der Abspaltung der [1-(o-Nitrobenzyl)oxy]methyl-Schutzgruppe 
(nbm) mittels UV-Spektrum des Oligodesoxynukleotids S8 
 
Mit diesem Stickstofflaser wurde das Oligodesoxynukleotid S8 gut abgespalten. Zudem 
wurde die UV-Absorption. durch den bei der Abspaltung erhaltenen 2-Nitrosobenzaldehyd 
beeinflusst. Aber da der 2-Nitrosobenzaldehyd sehr instabil war und sich unter der 
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7 Acetal-modifizierte Oligodesoxynukleotide 
 
7.1 Acetal-modifizierte Oligodesoxynukleotide 
 
7.1.1 Einführung des Aldehydes zur Konjugation 
 
Da Aldehyd eine reaktive Gruppe ist, wird die Reaktion des Aldehydes dafür verwendet, 
daß Biomoleküle mit Fluorophoren, Reporter-Gruppen, Proteinen, Nukleinsäuren und 
























































Abbildung 7.1 : Reaktion von Aldehyd Oligonukleotiden 
 
  Aber es ist unmöglich, daß Nukleinsäuren in der natürlichen Form Aldehyde tragen. 
Deswegen sind sie für eine gezielte Modifikation besonders geeignet.    107
Reed et al. verwendeten 2001 die cyclischen Acetale zur Konjugation von 5´-
Benzaldehyd modifizierten Oligonukleotiden
179 (Abbildung 7.3-A). Saito et al. berichteten 




7.1.2 Acetal-modifizierte Oligodesoxynukleotide 
  
Aldehyde als reaktiv Spezies werden bei längerer Lagerung leicht zersetzt, z. B. die 
Oxidation an der Luft. Zudem entstehen bei der Oxidation mit Natriumperiodat zur 
Synthese des Aldehydes viele Probleme. Zur Lösung der Probleme wird die Einführung 
einer Schutzgruppe benötigt. 
Die Voraussetzungen der Schutzgruppe des Aldehydes sind :  
-  eine leichte Handhabung 
-  stabil unter Bedingungem der Standardmethoden der Synthese von Oligonukleotiden 
-  eine einfache Entschützung unter milden Bedingungen 
-  stabil bei längerer Lagerung 
Diese Voraussetzungen werden durch die Einführung des Acetals als Schutzgruppe 





















Abbildung 7.4 : Einführung des Acetals als Schutzgruppe 
 
Acetale bestehen aus zwei Alkoxylgruppen (–OR) und werden oft als Schutzgruppen der 
Carbonylgruppen benutzt. Die Schutzgruppen sind stabil gegenüber Basen und werden 
mit wässrigen Säuren entschützt. 
Aldehydgruppen in Oligonukleotiden sind ist durch eine Oxidation eines vicinalen Diols mit 
Natriumperiodat möglich
177,178.    108
Die erste Methode ist die Oxidation von RNA-Bausteinen mit Natriumperiodat am 3´-Ende 
eines Oligonukleotides. Aber der Nachteil dieser Methode ist die Opferung eines 














   
Abbildung 7.2 : Opferung eines Nukleotides am 3´-Ende von Oligonukleotiden 
 
Die zweite Methode ist die Kupplung von vicinalen Diolen und anschließend die Oxidation 
zum Aldehyd am 5´-Ende von Oligonukleotiden. Die dritte Methode ist die Synthese eines 
modifizierten Nukleotides, das an einer Seitenkette ein vicinale Diole tragen. Das große 
Problem dieser Methoden ist die Unmöglichkeit der selektiven Oxidation der 3´- oder 5´-
Gruppe. Zudem wenn andere Gruppe des Biomoleküls mit Periodat oxidiert werden, 















Abbildung 7.3 : Einführung der cyclische Acetalschutzgruppe von 5´-Benzaldehyd 
modifiziertem Oligonukleotid (A) und 3-Formylindol modifiziertem 
Oligonukleotid (B) 
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7.2 Chemische Synthese 
 
7.2.1   Synthese von Acetalverbindung 37 
 
Die Acetalgruppen tragende reaktive Verbindung 37 wurde durch eine Umsetzung von 
Amino-Acetalen erhalten

















Abbildung 7.4 :  Synthese von Acetalverbindung 37 
 
Die einfache Additionsreaktion wurde aus einem billigen und nützlichen Edukt wie 
Caprolacton unter milden Bedingungen (Raumtemperatur) ohne Base und Lösungsmittel 
durchgeführt und nur sehr geringe Nebenprodukte erhalten. Zudem wurde die 
Reaktionszeit von mindestens 5-7 tagen zwecks der perfekten Umsetzung von Amino-
Acetalen benötigt. Dank des großen Unterschiedes zwischen den Siedpunkten von Edukt, 
Produkt und Nebenprodukt konnte die Verbindung 37 mittels einer fraktionierten 
Destillation effektiv isoliert werden und in guter Ausbeute von 82% erhalten werden. Die 
in Gegenwart von Pyridin als Base durchgeführte Reaktion
181  wird unter Bedingungen 
(100
oC) benötigt und mehrere Nebenprodukte als zuvor erhalten. 
 
7.2.2   Acetalisierung von Aldehyd-Verbindung    
 
Die Acetalisierung von Aldehyd und Keton zählt zu den bekanntesten 
Protektionsmethoden. Die Reaktion wird in Gegenwart einer Säure durchgeführt. Aber 
Probleme der Reaktion sind lange Reaktionszeiten, Siedetemperatur, Nebenprodukte und 
keine Selektivität. Zur Überwindung der Probleme wurde eine neue Methode benötigt.   110
Deswegen wurde die Acetalgruppen tragende Verbindung 43  mit Iodid als Katalysator in 
Methanol erhalten










43 90%  
 
 
Abbildung 7.5 :  Synthese von Acetal-Verbindung 43 
 
Die Vorteile sind eine kurze Reaktionszeit, milde Bedingungen und gute Ausbeute. 
Aldehyd-Verbindung (4-Formyl-benzoesäure-methylester) wurde in Methanol gelöst, nach 
Zugabe von Iodid  22 Stunden gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie (Alumina) konnte Acetal-Verbindung 43 mit einer Ausbeute von 
90% isoliert werden. 
 
7.2.3   Synthese von Epoxid-Verbindung 39   
 
Zur Synthese von o-Nitrophenylethylenglykol 40 wurde o-Nitrophenylethylenoxid 39 durch 
zwei Methoden erhalten.  
 
1. Die erste Synthesemethode von Epoxid : 
Die erste Methode läßt sich in zwei Schritte unterteilen (Abbildung 7.6).  
-Der erste Schritt : 
  Der erste Schritt besteht aus einer Bildung von Bromierung von Keton. Zur Synthese 
von o-Nitrophenacyl bromid ist die Verwendung mit Brom und Aluminiumchlorid
186,187 
leichter und effektiver als die Verwendung von Brom und Essigsäure
188,189 oder Brom 
und Dioxan
190. Durch diese synthetische Methode kann man eine höhere Ausbeute 
erhalten.  o-Nitroacetophenon wurden in Diethylether gelöst, nach Zugabe von   111
Aluminiumchlorid und Brom gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 















1. NaBH4, Wasser, 
    Dioxan
    15Min, RT




Ausbildung 7.6 :  Synthese von o-Nitrophenylethylenoxid 39 aus Keton   
 
-Der zweite Schritt :  
    Der zweite Schritt besteht aus einer Bildung des Epoxids von α-Brom-Keton.  o-
Nitrophenylethylenoxid wurde durch Reaktion zweier Schritte erhalten
187,190-192. Der erste 
Schritt ist, daß Natriumborhydrid zur Reduktion von o-Nitrophenacyl bromid 38  
verwendet wurde. Der zweite Schritt ist eine Synthese mit  Natriumhydroxid zurEpoxid-
Verbindung 39. o-Nitrophenacyl bromid 38 wurde in Dioxan gelöst, nach Zugabe von 
Natriumborhydrid 30 Minuten gerührt und ohne Aufreinigung nach Zugabe von 
Natriumhydroxid 30 Minuten gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnte o-Nitrophenylethylenoxid  39 mit einer Ausbeute von 
78% isoliert werden. 
 
2. Zweite Synthesemethode von Epoxid :  
 
Sulfonium Ylide sind  bekannte Reagenzien  zur Synthese von Epoxiden. Instabile 
Sulfonium Ylide werden in wasserfreien homogenem Medium durch Wechselwirkung 
von starken Basen und Sulfonium Salz synthetisert
193. Die Ylide können auch unter 
Bedingungen von flüßig-flüßigem Phasentransfer mit Trimethylsulfoniumiodid 
synhetisert werden, einem bekanntesten Sulfonium Salz. Aber sie muß in der 
Gegenwart von einem Phasentransfer-Katalysator durchgeführt werden
194. Wegen der   112
sehr langen Reaktionszeit bei der Synthese von Keton und schwierige Aufreinigung 
des Epoxids wurde eine einfache und effektive andere Methode eingeführt, die unter 
zwei Phasen mit Trimethylsulfoniumiodid, Kaliumhydroxid und Wasser in Acetonitril 
durchgeführt wurde
















 Abbildung 7.7 :  Synthese von o-Nitrophenylethylenoxid 39 aus Aldehyd 
 
Durch die Methode wurden Epoxid-Verbindungen aus aromatisch und heteroaromatische 
Aldehyden in sehr guten Ausbeuten erhalten
197.  2-Nitro-benzaldehyd  wurden in 
Acetonitril gelöst, nach Zugabe von Trimethylsulfoniumiodid, Kaliumhydroxid und Wasser 
auf 60
oC erhitzt und bei dieser Temperatur gerührt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnte Epoxid-Verbindung 39 mit einer Ausbeute von 79% 
isoliert werden. 
 
7.2.4  Reduktion von Carbonylverbindung 43 
 
Bei der Reduktion von Carbonylverbindungen werden Natriumborhydrid(NaBH4) und 
Lithiumaluminiumhydrid (LiALH4) als Reagenzien am häufigsten verwendet. Die 
Reduktion von Estergruppen tragenden  Verbindungen wird mit Metall-Hydrid- 
Reagenzien erhalten (Abbildung 7.8). 
Eine bekannte Methode zur Reduktion ist die Verwendung von Lithiumaluminiumhydrid 
(LiALH4) in abs Diethylether oder Tetrahydrofuran
199,200 und eine andere Methode ist die 
Verwendung von Natriumborhydrid(NaBH4) in tert.-Butanol und Methanol
201.   
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A = NaBH4, MeOH, t-BuOH,  2Std,  reflux
B = LiAlH4, abs Diethylether,  0oC(30Min)      RT(1Std)
44A  65%
44B  83% 
 
 
Abbildung 7.8 :  Reduktion von Carbonylverbindung 43 
 
Erste Methode: 
Carbonylverbindung 43 wurde in abs Diethylether gelöst, auf 0
oC abgekühlt, nach Zugabe 
von LiALH4  auf Raumtemperatur erwärmt und gerüht. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnte Produkt 44 mit einer Ausbeute von 83% isoliert werden. 
 
Zweite Methode: 
Carbonylverbindung  43 wurde in tert.-Butanol gelöst, nach Zugabe von NaBH4 mit 
Rückflußkühler zum Sieden erhitzt und nach Zugabe von Methanol bei dieser Temperatur 
gerührt. Nach der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnte Produkt 44 mit 
einer Ausbeute von 65% isoliert werden. 
 
7.2.5   Synthese von Glykol-Verbindung aus Epoxid-Verbindung 39 
 
Glykol-Verbindungen werden durch Öffnung des Rings von Epoxid-Verbindungen 
synthetisiert. Dafür werden zwei Methoden verwendet. Eine erste Methode ist die 
Verwendung von Säuren wie Chlorwasserstoff oder Schwefelsäure,die als Katalysator zur 
Hydrolyse von Epoxid dienen. Aber wegen der Zunahme in der Gegenwart der Säuren an 
Nebenprodukt ist die Synthese von o-Nitrophenylethylenglykol  40 bei dieser Methode   114
nicht so gut
2. Deswegen wurde eine zweite Methode benötigt, die Kaliumcarbonat als 
Basenkatalysator verwendet















Abbildung 7.9  :  Synthese von o-Nitrophenylethylenglykol 40  
 
Da o-Nitrophenylethylenglykol 40 gegen Lichte empfindlich ist, mußte es  davor geschützt 
werden.  o-Nitrophenylethylenoxid 39 wurden in Dioxan gelöst, nach Zugabe von 10% 
Kaliumcarbonat 19 Stunden am Rückflußkühler erhitzt. Nach der Aufreinigung mittels 
Säulenchromatographie konnten Glykol-Verbindungen  mit einer Ausbeute von 68% 
isoliert werden. 
 
7.2.6  Synthese von cyclischen Acetal-Verbindung 41 und 45 
 
Zur Synthese von cyclischen Acetal- oder Ketal-Verbindungen wurde die Acetalgruppe 
tragende Verbindungen und Nitrophenylethylenglykol  40 in Gegenwart von p-
Toluolsulfonsäure Monohydrat cyclisiert
190,203,204 (Abbildung 7.10). 
Ein Vorteil ist, daß sie als Schutzgruppen gegenüber Basen und Licht stabil sind. Die 
Acetalgruppen tragende Verbindungen und Nitrophenylethylenglykol 40 wurde in Benzol 
gelöst, nach der Zugabe von p-Toluolsulfonsäure Monohydrat 21 Stunden am 
Rückflußkühler erhitzt. Nach der Aufreinigung mittels Säulenchromatographie konnten 





















37  R1 =






41  R3 = 
58%










Abbildung 7.10 :  Synthese von cyclischen Acetal-Verbindungen 41 und 45 
 
7.2.7  Einführung der 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylphosphoramidit -
Gruppe von cyclischen Acetal-Verbindungen 42 und 46 
 
Zur erfolgreichen Festphasensynthese von DNA werden cyclische Acetal-Verbindungen 
42 und 46 benötigt, die mit 2-Cyanoethyldiisopropylchlor-phosphoramidit
117,120,125 
synthetisiert werden (Abbildung 7.11). 2-Cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorphosphor-amidit 
ist das Standard-Phosphitylierungsreagenz für DNA und RNA Phosphoramiditbausteine. 
Bei der Synthese ist auf Trockenheit aller Lösungsmittel und Reagenzien und auf 
Ausschluß von Sauerstoff zu achten. Die cyclischen Acetal-Verbindungen 41 und 45 
werden in eine Mischung von Diclormethan und Acetonitril im Verhaltnis 1 zu 1 gelöst, mit 
N,N-Ethyldiisopropylamin versetzt, auf 0
oC abgekühlt. Nach Zugabe von 2-Cyanethyl-
N,N-diisopropylchlorphosphoramidit werden weitere 10 Minuten bei dieser Temperatur , 
langsam auf Raumtemperatur erwärmt und  anschließend bei Raumtemperatur gerüht. 
Zur Vermeidung der Bildung von H-Phosphonaten wird kurze Reaktionzeit bei 
Raumtemperatur benötigt. Die als die zwei Diastereomeren synthetisierten   116
Phosphoramidt Acetal-Verbindungen 42 und 46 wurden nach einer kurzen 
















abs DCM, abs ACN
0oC(10Min)      RT(1Std)
41   R1 =











42  R3 = 
87%




Abbildung 7.11 : Synthese von Phosphor-Verbindungen 42 und 46  
 
Die Isomere müssen mittels einer Säulenchromatographie nicht getrennt werden. Die 
Isomere können so in der Festphasensynthese eingesetzt werden. Die Ausbeuten von 
Phosphoramidte-Nukleosiden 42 und 46 waren 87% und 94%. Die Charakterisierung der 
Produkte erfolgte sowohl über 
1H-NMR-Spektroskopie und Massenspektrometrie als auch 
über 
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7.2.8   Syntheseübersichten 
 
Abbildung 7.12 zeigt die Syntheseübersicht der Phosphoramidit-Verbindung : Diisopropyl-
phosphoramidous acid 2-cyano-ethyl ester 5-{[4-(2-nitro-phenyl)-[1,3]dioxolan-2-ylmethyl]-
carbamoyl}-pentyl ester 42 
 
Abbildung 7.13 zeigt die Syntheseübersicht der Phosphoramidit-Verbindung 20 : 
Diisopropyl-phosphoramidous acid 2-cyano-ethyl ester 4-[4-(2-nitro-phenyl)-[1,3]dioxolan-









































1. NaBH4, Wasser, Dioxan
    15Min, RT























































abs DCM, abs ACN




Abbildung 7.12 :  Synthese der Phosphoramidit-Verbindung 42 
 












































abs DCM, abs ACN







Abbildung 7.13 :  Synthese der Phosphoramidit-Verbindung 46 
 
 
Reagenz  Lösungsmittel  Temperatur und Reaktionszeit  Ausbeute 
NaBH4, t-BuOH  MeOH  2Std,  reflux  65 % 
LiAlH4 abs  Diethylether  0
oC(30Min), RT(1Std)  83 % 
 
Tabelle 7.1 :  Synthese der Phosphoramidit-Verbindung 44 
   120
7.3 Synthese des Acetal-modifizierten Oligodesoxynukleotides 
 
 
7.3.1  Synthese des Oligodesoxynukleotid S9 und S10 mit Einbau von 
modifiziertem Nukleotid  
 
Die in dieser Arbeit synthetisierten Oligodesoxynukleotide wurden nach der 
Phosphoramidit-Methode am Modell Expedite 8909 Synthesizer von PerSeptive 
Biosystem hergestellt. CPG-Träger (500 Å Porengröße) wurde als Trägermaterial im 1 
µmol Maßstab eingesetzt. 4,5-Dicyanoimidazol wurde als DCI Aktivator eingesetzt. Die 
Standardkupplungszeiten der 10 Minuten für DNA-Bausteine wurde für das modifizierte 
Nukleotid übernommen. Aber es war problematisch, daß Phosphoramidit-Verbindungen 
31 und 36 schlecht in Acetonitril gelöst wurden. Deswegen wurden die Nukleosid-
Bausteine vor der Synthese abfiltriert. In Abbildung 7.14 zeigen Abkürzung und Sequenz 
























Abbildung 7.14 : Abkürzung und Sequenz des modifizierten Nukleotides S8 für die DNA-
Synthese    121
7.3.2 Aufreinigung der Oligodesoxynukleotide  
 
Nach der Synthese der Oligodesoxynukleotide durch die Festphasensynthese muß die 
Abspaltung vom CPG-Material und Aufreinigung der Oligodesoxynukleotide durchgeführt 
werden. Die Aufreinigung von DNA ist in zwei Teilschritte zu unterteilen. 
 
3.  Im ersten Schritt wurde 25%ige Ammoniak-Lösung verwendet, um das CPG-Material 
abzuspalten. Die β-Cyanoethyl-Schutzgruppe am Phosphat wurde auch quantitativ 
abgespalten, während das CPG-Material vom Oligodesoxynukleotid abgespalten 
wurde. Nach Filtration wurde diese Oligodesoxynukleotid -Lösung in der SpeedVac bis 
zur Trockne eingeengt. 
4. Im zweiten Schritt wurde das Oligodesoxynukleotid mittels reverse-phase-HPLC 
aufgereinigt. 
 




Zur Charakterisierung der diesem hergestellten Oligodesoxynukleotide wurde auch die 
Massenspektrometrie eingesetzt. In dieser Arbeit wurden das modifizierte 
Oligodesoxynukleotid  S9 und S10 nur mittels MALDI-Massenspektrometrie untersucht 
((Tabelle 7.2 und Abilldung 7.15). 
 
Oligodesoxynukleotid berechnete  Masse  mit MALDI  Mass gefundene Masse 




6120,88 [M] (Aldehyd) 







Tabelle 7.2 :  Mass der synthetiserten Oligodesoxynukleotide- S9 und S10  




Abilldung 7.15 :  MALDI-Spektrum der Oligodesoxynukleotide- S9 und S10 
 
Bei den Oligodesoxynukleotiden S9 und S10 wurde die Molare Massen des 
entsprechenden Acetals und Aldehyds detektiert. Aber diese als Acetal an der 5´-Position 
modifizierten Oligodesoxynukleotide besitzen Probleme. 
Die Probleme sind : 
 
1. Die  Phosphoramidt-Verbindungen  31 und 36 als Bausteine wurden in Acetonitril 
schlecht gelöst. 
2. Mittels  reverse-phase-HPLC war die Aufreinigung von den Oligodesoxynukleotiden 
schwer. 
3.  sehr niedrige Ausbeute   123
4.  Die Freisetzung des Aldehyds war durch die Behandlung mit Säure nicht einfach 
und konnte nicht durch die reverse-phase-HPLC  und MALDI-Spektrometrie 
nachgewiesen werden (Karstin, Doktorarbeit 2004). 
 
Deswegen eignen sich die als Acetale an 5´-Position modifizierten Oligodesoxynukleotide 
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8  Zusammenfassung  
 
 
8.1  Synthese und Analyse von Pyren gelabelten Oligonukleotiden 
 
Im Rahmen dieser Doktorarbeit wurden die mit 1-Ethinyl-pyren und 1-(4-Ethinyl-
phenylthinyl)-pyren gelabelten Cytidine synthetisiert, um die Fluoreszenz der RNA-
Duplexe zu untersuchen. 
Die Synthese der Cytidin-Phosphorverbindungen 18 und 25 konnte in 9 Schritten 
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Abbildung 8.1 : Synthese von Cytidin-Phosporverbindungen 18 und 25 als Zielbausteinen 
 
Die Schlüsselschritte der Synthese waren die Synthese von Pyren-Analoga als 
Fluorophore, Substitution dieser Analoga an der C5-Cytidin sowie Einführung von 2-
Cyanoethoxymethyl(CEM)-Schutzgruppe
 an der 2´-Position vom Zucker. Diese Synthese 
und Substitution von Pyren-Analoga wurde durch Sonogashira-Kupplung mit Palladium(0) 
und Palladium(II)-Katalysatoren erfolgreich durchgeführt. Die CEM-Schützgruppe 
unterbindet effektiv die Probleme von TBDMS in Nukleosiden.  
Die mit Pyren-Analoga gelabelten Oligonukleotide S2 und S3 wurden nach der 
Phosphoramiditmethode in der RNA-Festphasensynthese hergestellt. Diese 
Oligonukleotide wurden mit allen vier natürlichen Basen gepaart und die Stabilität von   125
12mer RNA-Duplexe mittels UV- und CD-Spektroskopie gemessen. Bei allen RNA-
Duplexen wurde eine Stabilisierung von ca. 3-6
oC beobachtet. Diese Erhöhung der 
Stabilität kann durch eine hydrophobe Wechselwirkung erklärt werden. Da Pyren und 
Linker sich außerhalb des Duplexes befinden, üben die sterische Hinderung einen 
geringen Einfluß auf der Stabilität der Duplexe aus. Trotz des Unterschiedes der Länge 
des Linkers zwischen dem Pyren und Cytidin wurde der Unterschied der Tm-Werten im 
Vergleich dieser beiden RNA-Duplexen und den unmodifizierten RNA-Duplexen nur 



























Abbidung 8.2 : Vergleich der Tm-Werte der un- und modifizierten Duplexe 
 
Alle CD-Spektren zeigen den charakteristischen Kurvenverlauf einer A-Helix. 
Im Vergleich mit den unmodifizierten RNA-Duplexen wurden die Maximal- und 
Minimalwellenlängen dieser Duplexe als geringfügig unterschiedlich beobachtet. Der 
minimale Unterschied der Hauptmaxima bedeuten eine geringe Veränderung der Duplex-
Struktur. 
Bei der Fluoreszenz-Messung von 1-Ethinylpyren-cytidin besitzen RNA-Duplexen 
reduzierte die Fluoreszenz-Intensität, da Elektronen-Transfer Wechselwirkungen 
zwischen den Fluorophoren und den benachbarten Basen stattfindet hat. Die Intensität 
war im Vergleich mit 1-(4-Ethinyl-phenylethinyl)-pyren gelabelten RNA-Duplexe und den 
einzelnen Strang geringfügig unterschiedlich, da das angeregte Pyren und die 
benachbarten Nukleobasen nur sehr gering oder garnicht kontaktiert werden.   126
Durch die in dieser Doktorarbeit gewonnen Informationen von Pyren gelabelten 
Oligonukleotiden eröffnen sich neue und interessante Arbeitsgebiete : 
•  Mit anderen Fluorophoren wie Fluorescein,  können neue und fluoreszierende 
Oligonukleotide synthetisiert werden, um Untersuchungen in der Molekularbiologie, 
Diagnostik und für strukturelle Studien durchzuführen. 
•  Durch diesen Synthesen und Untersuchungen kann die Wechselwirkung zwischen 
Fluorophoren und benachbarten Nukleobasen aufgezeigt werden. 
 
8.2 Synthese von o-Nitrobenzyl-Schutzgruppe (nbm und (R)-npeom) an 
der 2´-Desoxynukleinsäure und Abspaltung durch Photoreaktion  
 
In Rahmen der Doktorarbeit wurden [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl-(nbm) und [(R)-1-(o-
Nitrobenzyl)ethoxy]methyl-((R)-npeom) Schutzgruppen an der 2´-Position eingeführt, um 
die Abspaltung durch die Photoreaktion an der 2´-Position zu untersuchen. Die Synthese 
der Uridin-Phosphorverbindungen 31 und 36 konnte in 3 Schritten ausgehend vom Uridin 

































Abbildung. 8.3 : Darstellung der Phosphoramidte-Nukleoside 31 und 36 
 
Die nbm- und -(R)-npeom-Schutzgruppe besitzenden Nukleoside haben wichtige Vorteile 
wie keine Wanderung zwischen 2´- und 3´-Position , eine minimale sterische Hinderung, 
eine leichte Aufreinigung bei Oligonukleotid-Synthesen und eine leichte Entschützung. 
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Bei dem mit o-Nitrobenzyl ether (nbm) geschützten Phosphoramidit und 
Oligoribonukleotid treten folgende Vorteile auf
  :  
8.  O-Nitrobenzyl ether sind gegenüber Säure und Base stabil.  
9.  Keine Wanderung  
10.  Keine Isomere und diastereoisometre Mischung  
11.  Die erleichterte Aufreinigung durch Säulenchromatographie 
12. Das Minimum einer sterischen Hinderung durch die Verknüpfung über eine 
sterisch kleine und flexible Methyleneinheit 
13.  Die relativ kurzen Kupplungszeiten  
14. Die leichte Entschützung unter milde Säure-Bedingungen im letzten Schritt der 
Synthese  
Das 24mer Oligodesoxynukleotid S8 wurde mittels automatisierter Festphasensynthese 
eingebaut. [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl-Schutzgruppe (nbm) an der 2´-Position wurde 
durch die Photoreaktion mit dem Stickstoff-Laser gut abgespalten. Die Experimente 
wurden in Milliporewasser wie DNA-Umgebung   anstatt der milde Säure-Umgebung (ca. 
pH 3.7-3.9) durchgeführt. Die abgespalteten DNA wurde mittels UV- Spektroskopie 
bewiesen. Zudem übt die Abspaltung des erhaltenen 2-Nitrosobenzaldehyd als Neben 
produkt einen wichtigen Einfluß auf die UV-Absorption aus. Aber der 2-
Nitrosobenzaldehyd war sehr instabil und zersetzt sich leicht unter die Beeinflussung von 
Wärme und Licht, so daß die Intensitäten der UV-Absorption 1 Stunde später wieder 
abgenommen hat. 
 
8.3 Synthese von Acetal-modifizierte Oligodeoxynukleotide zur 
Aldehyd-Schutzung 
 
In Rahmen der Doktorarbeit wurde die Acetalschutzgruppe 40 eingeführt. Aldehyd-
Verbindungen sind eine reaktive Gruppe, so daß es unmöglich ist, daß Nukleinsäuren in 
der natürlichen Form Aldehyde tragen. 
Die Vorteile der Acetal-Schutzgruppe als Aldehyd-Schutzgruppe sind :  
-  eine leichte Handhabung 
-  stabil unter Bedindungen der Standardmethoden der Oligonukleotid-Synthese  
-  stabil bei längerer Lagerung   128
Die Phosphoramiditbausteine 42 und 46  wurden als Zielverbindungen synthetisiert 
(Abbildung 8.4) und die an 5´-Position Acetal-Schutzgruppe modifizierten 
























Abbildung. 8.4 : Darstellung der Phosphoramidte 42 und 46 
 
Aber diese Oligodesoxynukleotide besitzen Probleme: 
• Die  Phosphoramidt-Verbindungen  42 und 46 als Bausteine waren in Acetonitril 
schlecht löslich. 
• Mittels  reverse-phase-HPLC war die Aufreinigung nach der Synthese von 
Oligodesoxynukleotiden schwer. 
•  sehr niedrige Ausbeute 
•  die erschwerte Freisetzung des Aldehyds unter Säure-Umgebung und Analyse 
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9.1  Allgemeines 
 
9.1.1   Chromatographie 
 
Für die Chromatographie (DC und FC) wurden folgende Lösungsmittel eingesetzt: 
• Acetonitril           p.a. 
• Chloroform         p.a. 
• Ethylacetat         techn. Qualität, über Calciumoxid getrocknet und destilliert 
• n-Hexan             techn. Qualität, bei Normaldruck destilliert 
• Methanol            techn. Qualität, über Kaliumcarbonat getrocknet und destilliert 
• Methylenchlorid   techn. Qualität, über Calciumchlorid getrocknet und destilliert 
• Tetrahydrofuran  p.a. 
 
9.1.1.1  Dünnschichtchromatographie (DC) 
 
Für die analytische Dünnschichtchromatographie wurden mit Kieselgel 60 beschichtete 
Aluminiumfolien mit Fluoreszenzindikator verwendet (Merck Nr. 5554; 0,2 mm 
Schichtdicke). Alle Rf-Werte wurden bei Kammersättigung ermittelt. UV-aktive 
Substanzen wurden mit einer UV-Lampe bei einer Wellenlänge von 254 nm detektiert.  
Die 4,4´-Dimethoxytritylgruppe substituierten Verbindungen konnten mit 
Salzsäuredämpfen oder Hitze detektiert werden. Es erfolgte eine Orangefärbung. 
 
9.1.1.2  Säulenchromatographie (Flash-Chromatographie, FC) 
 
Die Flash-Säulenchromatographie
1  wurde mit Kieselgel 60 (Korngröße 40-63 µm, 230-
400 ASTM) als Trennmaterial durchgeführt. Es standen Säulen verschiedener 
Durchmesser zur Verfügung (2-15 cm). Die Trennungen wurden entweder isokratisch 
oder mit Stufengradienten durchgeführt. Die entsprechenden Details sind in Kapital 10.2 
bei den Synthesen der Einzelverbindungen beschrieben.   130
9.1.2   Spektroskopie 
 
9.1.2.1  NMR-Spektroskopie 
 
Die NMR-Spektren wurden auf den Geräten AM 250, DPX 250 und AMX 400 der Firma 
Bruker aufgenommen. Die chemische Verschiebung δ (ppm) wurde auf das jeweilige 
Lösungsmittelsignal geeicht. Für die 
1H- und 
13C-Spektren wurden Aceton-d6 (2,05 ppm 
für die 
1H-NMR-Spektren / 30.5 und 205,1 ppm für die 
13C-NMR-Spektren), CDCl3 ( 7,26 
ppm / 77,7 ppm), DMSO-d6 (2,5 ppm / 39,5 ppm) und Tetrahydrofuran-d8 (1,72 und 3,57 
ppm / 25,2 und 67,2 ppm)   verwendet. Alle Spektren wurden bei einer Temperatur von 
300 K gemessen. 
 
9.1.2.2  UV/VIS-Spektroskopie 
 
Die UV-Spektren wurden an einem UV-Spektralphotometer der Firma Varian (Modell Cary 
1) aufgenommen. 
 
9.1.2.3  IR-Spektroskopie 
 
Die IR-Spektren wurden an einem IR-Spektrometer der Firma Perkin Elmer (1600 Series 
FTIR) aufgenommen. 
 
9.1.2.4   Massenspektrometrie 
 
Für die Identität und Reinheit wurden Electronspray Ionisation (ESI) und MALDI (Matrix 
Assisted Laser Desorption Ionisation) verwendet. Für ESI-Spektren stand eine VG 
Platform II mit Quadrupol Analysator der Firma Fisons  Instruments zur Verfügung. 
MALDI-Spektren wurden auf einem Flugzeitmassenspektrometer (VG Tofspec) entweder 
im linearen oder im Reflectronmodus gemessen. 
 
9.1.2.5   Schmelzpunktbestimmung 
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Die Schmelzpunkte wurden an einer Schmelzpunktbestimmungsapparatur nach Tottoli 
der Firma Büchi (Modell Büchi 510) gemessen. Die Werte wurden nicht korrigiert. 
 
9.1.3  Verwendete Chemikalien 
 
Aceton-d6 ; (CD3) 2CO [64,12] ; euriso-top Nr. 0291, 99,8%D, Sdp. 55°C, d =   0,87 
Acetonitril ; C2H3N [41,05] ; Roth Nr. 8825.2, 99,5 %, für die HPLC, Sdp. 81-82°C, d =   
0,78  
Acetonitril ; C2H3N [41,05] ; Fluka Nr. 00695, puriss., ≥ 99,5 %, absolut, über 
Molekularsieb, H2O ≤ 0,01 %, Sdp. 82°C, d = 0,782 
Acetylchlorid ; CH3COCl [78,50] ; Fluka Nr. 00990, puriss.p.a., ≥ 99,0, Sdp. 52°C, d = 
1.104  
Aluminiumchlorid ; NH4Cl [53,49] ; Fluka Nr. 09702, purum p.a., ≥ 99 % 
Aminoacetaldehyd-dimethylacetal ; C4H11NO2 [105,14] ; Fluka Nr. 06579, purum., ≥ 97.0 
%, Sdp.(95mmHg) 135-139°C, d = 0,965 
 
Benzol ; C6H6 [78,12] ; Fluka Nr. 12552, puriss. p.a., Sdp. 80°C, d = 0,879 
Benzol ; C6H6 [78,12] ; Fluka Nr. 12553, puriss., ≥ 99,5 %, absolut, über Molekularsieb, 
H2O ≤ 0,005 %, Sdp. 80°C, d = 0,879 
Bis-(triphenylphosphin)-palladium(II)-dichlorid ; C36H30Cl2P2Pd [701,90] ; Fluka Nr. 15253, 
puriss., ≥ 99,5 % 
Brom ; Br2 [159,81] ; Lancaster Nr. 14140, 99+ %, absolut, Sdp. 58-59°C, d = 3,110 
1-Brom-4-Iod-benzol ; C6H4BrI2 [282,91] ; Lancaster Nr. X008800G0010, 98%    
N-Bromsuccinimid ; C4H4BrNO2 [177,98] ; Fluka Nr. 18350, purum., ≥ 95,0  
Bromwasserstoffsäure ; HBr [80,91] ; Fluka Nr. 18720, purum.p.a., ≥ 62,0 %, d = 1,45 
Bromwasserstoffsäure ; HBr [80,91] ; Fluka Nr. 18730, purum.p.a., ≥ 48,0 %, d = 1,45 
n-Butanol ; C4H10CO [74,12] ; Fluka Nr. 19420, puriss.p.a., ACS Reagenz ≥ 99,5 %(GC), 
Sdp. 116-118°C, d = 0,81 
Tert.-Butanol ; C4H10CO [74,12] ; Fluka Nr. 19460, puriss.p.a., ACS Reagenz ≥ 99,0 %, 
Sdp. 83°C, d = 0,775 
 
6-Caprolacton monomer ; C6H10O2 [114,14] ; Fluka Nr. 21540, purum., ≥ 99,0 %, 
Sdp.(10mmHg) 96-97°C, d = 1,03     132
Chloroform-d1 ; CDCl3 [120,38] ; Deutero Nr. B 8013, 99,8%D, Sdp. 60°C, d =   1,50 
Chlormethylmethylsulfid ; CH3SCH2Cl [96,58] ; Lancaster Nr. X10858G0010, 95% 
Cytidin ; C9H13N3O5 [243,22] ; Pharma Waldhof Nr. 310150, 99,8 % 
 
Dibutylzinndichlorid ; C8H18Cl2Sn [303,83] ; Fluka Nr. 34920, pract. ≈97 % 
Dichlormethan = Methylenchlorid ; CH2Cl2 [84,93] ; Fluka Nr. 66749; puriss., > 99,5 %, 
über Molekularsieb, H2O ≤ 50 ppm, Sdp. 40°C, d = 1,325 
1,2-Dichloroethan ; C2H4Cl2 [98,96] ; Fluka Nr. 03527, puriss., absolut, über 
Molekularsieb, ≥ 99,5 %, H2O < 0,005 %, Sdp. 84°C, d = 1,253 
Diethylether ; C4H10O [74,12] ; Fluka Nr. 31685, puriss., ≥ 99,5 %, über Molekularsieb, 
stabilisiert mit 2,6-Di-tert.-butyl-p-kresol, Sdp. 35-36°C, d = 0,713 
1,2-Dimethoxy-ethan ; C4H10O2 [90,12] ; Fluka Nr. 38568, puriss., getrocknet, über 
Molekularsieb, ≥ 99,5 %, H2O < 0,005 %, Sdp. 85°C, d = 0,867  
4,4´-Dimethoxy-triphenylchlormethan ; C21H19ClO2 [338,84] ; Merck Nr. 8.1861616 
4-Dimethylamino-pyridin (DMAP) ; C7H10N2 [122,17] ; Fluka Nr. 29224, puriss., ≥ 99,0 % 
N,N-Dimethylformamid (DMF) ; C3H7NO [73,10] ; Fluka Nr. 40248, puriss., > 99,5 %, 
aminfrei, über Molekularsieb, H2O ≤ 0,01 %, Sdp. 153-155°C, d = 0,948 
N,N-Dimethylformamid (DMF) ; C3H7NO [73,10] ; Fluka Nr. 40228, puriss., > 99,8 %, 
aminfrei, über Molekularsieb, H2O ≤ 0,005 %, Sdp. 153-155°C, d = 0,948 
N,N-Dimethylformamid-dimethyl acetal ; C5H13NO2 [119,16] ; Fluka Nr. 40271, purum., ≥ 
95,0 %, Sdp. (720mmHg)  102-103°C, d = 0,897 
Dimethylsulfoxid (DMSO) ; C2H6OS [78,13] ; Fluka Nr. 41648, puriss., absolut, über 
Molekularsieb, H2O ≤ 0,01 %, Sdp. 190-192°C, d = 1,100 
Dimethylsulfoxid-d6 (DMSO-d6) ; C2D6OS [84,17] ; Deutero Nr. B 9007, 99,8%D, Sdp. 
190°C, d =   1,19 
Dioxan ; C4H8O2 [88,11] ; Riedel-de Haën Nr. 33147, für Analyse, ≥ 99,5 % 
Dioxan ; C4H8O2 [88,11] ; Fluka Nr. 42510, puriss., absolut, über Molekularsieb, ≥ 99,5 %, 
Sdp. 100-102°C, d = 1,034 
Dowex 50wx8 ; Fluka Nr. 21,750-6, 100-200 Mesh 
Dowex 50wx8 ; Fluka Nr. 21,751-4, 200-400 Mesh 
 
Essigsäure ; C2H4O2 [60,05] ; Riedel-de Haën Nr. 33209, ≥ 99,8 %, Sdp. 117-118°C, d = 
1,049   133
Essigsäureanhydrid ; C4H6O3 [102,09] ; Fluka Nr. 45830, puriss. p.a., Sdp. 138-140°C, d 
= 1,08 
Ethanol ; C2H6O [46,07] ; Riedel-de Haën Nr. 32205, absolut, ≥ 99,8 %, Sdp. 78-79°C, d = 
0,788 
Ethylacetat ; C8H8O2[88,11] ; Lancaster Nr. X10925M1000, 99%, Sdp. 76-77°C, d = 0,900  
N,N-Ethyldiisopropylamin ; C8H19N [129,24] ; Fluka Nr. 03440, purum., ≥ 98.0%, Sdp. 
126-128°C, d = 0,755 
 
4-Formyl-benzoesäure-methylester ; C9H8O3 [164,16] ; Fluka Nr. 47717, techn. ≥ 90% 
Sdp. 265°C  
 
n-Hexan ; C6H14 [86,17] ; Fluka Nr. 52766, puriss., absolut, über Molekularsieb, H2O ≤ 
0,01 %, Sdp. 69°C, d = 0,659 
3-Hydroxypropionitril = 2-Cyanethanol ; C3H5NO [71,08] ; Fluka Nr. 56270, puriss., ≥ 99 
%, Sdp. 106-108°C, d = 1,045 
 
Iod ; I2 [253,81]; Fluka Nr. 57660, purum., ≥ 99,5 % 
Iodsäure ; HIO3 [175,91] ; Fluka Nr. 58060, puriss.p.a., ACS Reagenz, ≥ 99,5% 
 
Kaliumcarbonat ; K2CO3 [129,24] ; Fluka Nr. 60109, puriss.p.a., ACS Reagenz, wasserfrei 
≥ 99,0% 
Kaliumhydroxid ; KOH [56,11] ; Fluka Nr. 60370, puriss. p.a., Plätzchen, ≥ 86 % 
Kaliumhydroxid ; KOH [56,11] ; Fluka Nr. 60380, purum, Pulver, ≥ 85 % 
Kupfer(I)-Iodid ; CuI [190,45] ; Riedel-de Haën Nr. 03140, purum., ≥ 99,5% 
 
Magnesiumsulfat ; MgSO4 [120,37] ; Riedel-de Haën Nr. 13143, reinst, getrocknet 
2-Mercaptoethylether ; C4H10OS2 [138,25] ; Aldrich Nr. M3809, 95 %, Sdp. 217°C, d = 
1,114 
Methanol ; CH4O [32,04] ; Riedel-de Haën Nr. 32213, > 99,8 %, max. 0,05 % H2O, Sdp. 
64-65°C, d = 0,792 
Methanol ; CH4O [32,04] ; Fluka Nr. 65542, puriss., > 99,5 %, über Molekularsieb, H2O ≤ 
100 ppm, Sdp. 64-65°C, d = 0,79  
2-Methyl-3-butin-2-ol ; C5H9NO [99,13] ; Fluka Nr. 69118, puriss., > 99,0 %, Sdp. 202°C, 
d = 1,028   134
Natriumborhydrid ; NaBH4 [37,82] ; Acros Nr. 20005, 99 % 
Natriumchlorid ; NaCl [58,44] ; Merck Nr. 1540, > 99,5 % 
Natriumethoxid ; NaOCH3 [54,02] ; Fluka Nr. 71750, purum., > 97,0 % 
Natriumhydrid ; NaH [24,00] ; Fluka Nr. 62863, purum., rieselfähig, angefeuchtet mit Öl,  
55-65 % 
Natriumhydrid ; NaH [24,00] ; Aldrich Nr. 223441-50G, trocken,  95 % 
Natriumdihydrogenphosphat Dihydrat ; NaH2PO4*2H2O [156,01] ; Fluka Nr. 71500, purum 
p.a., kristallisiert 
Natriumhydrogencarbonat ; NaHCO3 [84,01] ; Fluka Nr. 71630, purum, > 98 % 
Natriumhydroxid ; NaOH [40,00] ; Grüssing Nr. 12155, 99 % 
2´-Nitroacetophenon ; C8H7NO3 [165,15] ; Fluka Nr. 72600, techn., > 90 %, 
2´-Nitroacetophenon ; C8H7NO3 [165,15] ; Acros Nr. 12832, 95 %, 
2-Nitro-benzaldehyd ; C7H5NO3 [151,12] ; Acros Nr. 12840, 99+ % 
2-Nitro-benzylalkohol ; C7H7 NO3 [153,14] ; Acros Nr. 12851, 97 % 
 
Propylamin ; C3H9N [59,11] ; Fluka Nr. 82098, puriss., > 99,5 %(GC), Sdp. 48°C, d = 
0,719  
Pyren ; C16H10  [202,26] ; Lancaster Nr. X07089G0250, 95 %  
Pyridin ; C5H5N [79,10] ; Fluka Nr. 82704, puriss., > 99,8 %, H2O < 50 ppm, über 
Molekularsieb, Sdp. 116°C, d = 0,983 
 
Salzsäure ; HCl [36,46] ; Riedel-de Haën Nr. 30721, p.a., mind. 37 % 
Schwefelsäure ; H2SO4 [98,07] ; Merck Nr. 100731, 95-97 %, Sdp. 330°C, d = 1,84 
Silbernitrat ; AgNO3 [169,88] ; Fluka Nr. 85228, puriss. p.a., ≥ 99,5 % 
Sulfurylchlorid ; SO2Cl2 [134,96] ; Acros Nr. 16945, 98.50 %, Sdp. 69,1°C, d = 1,352  
 
Tetrachlorkohlenstoff ; CCl4 [153,82] ; Acros Nr. 14817, Sdp. 76°C, d = 1,59 
Tetrabutylammoniumfluorid ; C16H36FN [261,46] ; TCI Nr. T1125, (1 mol/L Tetrahydrofuran 
Lösung)  
Tetrahydrofuran ; C4H8O [72,11] ; Fluka Nr. 87371, puriss., absolut, über Molekularsieb, ≥ 
99,5 % 
Tetrahydrofuran-d8 ; C4D8O [80,15] ; eurriso-top Nr. H 2731, 99,5%D, Sdp. 64°C, d =   
0,99   135
Tetrakis-(triphenylphosphin)-Palldium ; C72H60P4Pd [1155,56] ; Fluka Nr. 87645, purum., ≥ 
97,0 %(Pd)  
Toluol ; C7H8 [92,14] ; Fluka Nr. 89682, purum, ≥ 99 %, Sdp. 110-112°C, d = 0,866 
Toluol ; C7H8 [92,14] ; Riedel-de Haën Nr. 32249, puriss.p.a., ≥ 99,7 %, Sdp. 110-112°C, 
d = 0,866 
Toluol ; C7H8 [92,14] ; Fluka Nr. 89677, puriss., absolut, über Molekularsieb, ≥ 99,7 %, 
H2O ≤ 0,005, Sdp. 110-112°C, d = 0,866 
p-Toluolsulfonsäure Monohydrat ; C7H8O3S*H2O [190,22] ; Fluka Nr. 89760, puriss., ≈ 99 
% 
 
Triethylamin (TEA) ; C6H15N [101,19] ; Fluka Nr. 90340, puriss. p.a., ≥ 99,5 %, Sdp. 88-
89°C, d = 0,726 
Triethylamin-Trihydrofluorid ; C6H15N.3HF [161,21] ; Fluka Nr. 90355, purum., 
Fluorwasserstoff 37 % in Triethylamin, Sdp. 70°C(15 mmHg), d = 0,989  
Triethylamin-Trihydrofluorid ; C6H15N.3HF [161,21] ; Aldrich Nr. 344648, Fluorwasserstoff 
37 % in Triethylamin, Sdp. 70°C(15 mmHg), d = 0,989, 98% 
Trimethylsulfoniumiodid ; C3H9IS [204,07] ; Fluka Nr. 92762, purum., ≥ 98,0 % 
Triphenylphosphin ; C18H15P [262,30] ; Fluka Nr. 93092, purum, ≈ 97 % 
 
Uridin ; C9H12N2O6 [244,20] ; Pharma Waldhof Nr. 340152, 99,8 %  
 
Wasserstoffperoxid; H2O2 [34,01] ; Fluka Nr. 95300, puriss. p.a., ACS Reagenz, ≥ 30 %,  
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2-Cyanoethylchloromethyl ether 11 










Pyrenylethynyl)-cytidin 3´-[(2-Cyanoethyl)- DiIsopropylphosphoramidit] 18 
 
1-(4-Brom-phenylethynyl)-pyren 19 
























1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-nitrobenzyl) ethoxy]methyl}uracil 35 
1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-nitrobenzyl) ethoxy]methyl}-uracil 3´-[(2-
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3g (14.83mmol) Pyren wurden in 60ml eines 1:1-Gemisches Methanol/Diethylether gelöst, 
auf 0
oC abgekühlt und mit 2.13ml (1.1eq, 16.32mmol) 62% Bromwasserstoffsäure 
versetzt. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.45ml (14.83mmol) 30% 
Wasserstoffperoxid innerhalb von 20 Minuten. Die Reaktionslösung wurde 17 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit 
Ethylacetat mehrfach extrahiert, mit Wasser und Salzwasser gewaschen, über 
Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Der 
Rückstand wurde aus 100ml Methanol umkristallisiert. Das Produkt 1-Brompyren 1 wurde 
als weißes Pulver erhalten.  
 
Ausbeute:          3.77g(93%)         
 
DC:                    Rf: 0.39(Hex) 
 
   140
1H-NMR:          (250 MHz , CDCL3) δ[ppm] 
8.26-7.26(m, 9H,  arom.H) 
 





3g Pyren (14.83mmol) wurden in 100ml abs N,N-Dimethylformamid gelöst. Anschließend 
erfolgte die Zugabe von 2.60g (14.83mmol) N-Bromsuccinimid in 20ml abs N,N-
Dimethylformamid innerhalb von 10 Minuten. Die Reaktionslösung wurde 24 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit 
500ml Wasser gequencht, mit Dichlormethan mehrfach extrahiert, mit 100ml Wasser 
mehrfach gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Der Rückstand wurde aus 
100ml Methanol umkristallisiert. Das Produkt 1-Brompyren 1 wurde als weißes Pulver 
erhalten. 
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Methode C 
 
1,5g (5.34mmol) 1-Brompyren 1 wurden in 20ml eines Hexmethyl-phosphorsäuretriamid 
gelöst. Nach der Zugabe von 5.08g (26,68mmol) Küfer(I)-iodid und 9,39g (56,55mmol) 
Kaliumiodid wurde die Reaktionslösung 7 Stunden bei 150
oC gerührt. Nach beendeter 
Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit verdünnter Salzsäure gequencht, mit Benzol 
mehrfach extrahiert, mit 100ml Wasser mehrfach gewaschen und über Magnesiumsulfat 
getrocknet. Der Rückstand wurde aus 30ml eines 2:1-Gemisches Ethanol/Benzol 
umkristallisiert. Das Produkt 1-Iodpyren 2 wurde als weißes Pulver erhalten. 
 
Ausbeute:          1,21g(69%)         
 
DC:                    Rf: 0.39(Hex) 
   
Smp. :               82
oC  
 
1H-NMR:          (250 MHz , CDCL3) δ[ppm] 
                          8.31-7.80(m, 9H,  arom.H) 
 




8g (28,45mmol) 1-Brompyren 1 wurden in 80ml N,N-Dimethylformamid gelöst. Nach der 
Zugabe von 8,35g (142,27mmol) Nickel, 9,45g (56,91mmol) Kaliumiodid und 0,36g 
(1,42mmol) Iod wurde die Reaktionslösung 24 Stunden bei 150
oC gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit Dichlormethan mehrfach extrahiert, 
mit  gesättigter  NaHCO3-Lsg mehrfach gewaschen und über Magnesiumsulfat 
getrocknet. Der Rückstand wurde aus 30ml eines 2:1-Gemisches Ethanol/Benzol 
umkristallisiert. Das Produkt 1-Iodpyren 2 wurde als weißes Pulver erhalten. 
 
Ausbeute:          1,21g(69%)         
 











Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 1g 
(3.56mmol)  1-Brompyren 1 wurden in 10ml Triethylamin gelöst, mit 1.4mg (0.002mmol) 
Bis-(triphenylphosphin)-palladium(II)-dichlorid, 5.9mg (0.03mmol) Kupfer(I)-Iodid, 14.7mg 
(0.06mmol) Triphenylphosphin  und 0.42ml (1.2eq, 4.27mmol) 2-Methyl-3-butin-2-ol   
versetzt, 24 Stunden unter Rückfluß erhitzt. Nach beendeter Umsetzung wurde die 
Reaktionslösung am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt, mit Ethylacetat 
mehrfach extrahiert, über Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis 
zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem 
Gradient von Ethylacetat/Hexan 1:5 zu Ethyl-acetat/Hexane 1:2. Das Produkt 2-Methyl-4-
pyren-1-yl-but-3-yn-2-ol 3 wurde als orangenfarbiges Pulver erhalten. 
 
Ausbeute:          0.78g(77%)         
 
DC:                    Rf: 0.51(EtOAc:Hex=1:2) 
                       
1H-NMR:          (250 MHz , CDCL3) δ[ppm] 
8.45-8.42(d, 1H, J= 9.0Hz, arom.H); 8.16-7.92(m, 8H,arom.H);  
1.47(s, 6H,2xCH3) 
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0.62g (2.18mmol) 2-Methyl-4-pyren-1-yl-but-3-yn-2-ol 3 (2.18mmol) wurden in 40ml Toluol 
gelöst, mit 1.5g Natriumhydroxid versetzt und 12 Stunden unter Rückfluß erhitzt. Nach 
dem Abkühlen des Reaktionsgemisches auf Raumtemperatur wurde  das ausgefallene 
Natriumhydroxid abfiltriert und  der  Rückstand mit Ethylacetat extrahiert, mit 40ml 
Wasser zweimal gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet, am Rotationsverdampfer 
bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Dichlormethan/Hexan  1:5) Das Produkt 1-Ethynylpyren 4 wurde als gelbliches Pulver 
erhalten. 
 
Ausbeute:          0.45g(92%)         
 
DC:                    Rf: 0.71(EtOAc:Hex=1:2) 
                       
1H-NMR:          (250 MHz , CDCL3) δ[ppm] 
8.54-8.50(d, 1H, J= 9.0Hz, arom.H); 8.17-7.93(m, 8H,  arom.H); 3.55(s, 
1H, Alkynyl-H) 























Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
8.34g (34.29mmol) Cytidin  wurden in 110ml Essigsäure gelöst, mit 14.6ml 
(6eq,168.47mmol) Acetylchlorid  versetzt, über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung am Rotationsverdampfer bis zur 
Trokne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Umkristallisierung aus Ethanol. Das 
Produkt 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-Cytidin,hydrochlorid 5 wurde als weißes Pulver erhalten. 
 
Ausbeute:          12.79g( 92%)         
 
DC:                    Rf: 0.73(DCM:MeOH=4:1) 
    
1H-NMR:          (250 MHz ,DMSO-d6 ) δ[ppm] 
9.92(s,1H,NH2); 8.82(s,1H,NH2); 8.00(d, 1H, J=2.8Hz, H6); 6.24(d,1H, J=7.8Hz, 
H5);   5.91(d, 1H, J=4.3Hz,  H1´); 5.50-5.34(m, 2H, H2´, H3´); 4.35-4.19(m, 3H, 
H4´, H5´);  2.06-2.04(m, 9H, carbonyl-CH3) 



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
12.79g (31.52mmol) 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-Cytidin,hydrochlorid  5 wurden in 180ml eines 
1:1-Gemisches aus Essigsäure/Tetrachlorkohlenstoff suspendiert, mit 4.84g (0.6eq, 
19.07mmol) Iod und 4.99g (0.9eq, 28.37mmol) Iodsäure versetzt und 4 Tage bei 40
oC 
gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Suspension am Rotationsverdampfer bis 
zur Trockne eingeengt, in 200ml Dichlormethan gelöst , gesättigter NaHCO3-Lsg. 
gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie 
(Dichlormethan). Das Produkt 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-Iodcytidin 6 wurde als weißes Pulver 
erhalten. 
                          
Ausbeute:          11.71g(75%)         
 
DC:                    Rf: 0.29(DCM :MeOH=20 :1) 
    
1H-NMR:          (250 MHz , CDCl3) δ[ppm] 
                         7.82(s, 1H, H6); 6.02(d, 1H, J= 4.0Hz,  H1´); 5.32-5.22(m, 2H, H2´, H3´); 
4.32(s, 3H, H4´, H5´); 2.17-2.01(m, 9H, carbonyl-CH3) 



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgefürten. 
0.87g (1.77mmol) 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-Iodcytidin  6  wurden in 35ml abs N,N-
Dimethylformamid gelöst, mit 20.4mg (10%mol, 0.18mmol) Tetrakis-(triphenylphosphin)-
Palladium, 67mg (20%mol, 0.35mmol) Kupfer(I)iodid, 0.59ml (2.4eq, 4.24mmol) 
Triethylamin  und 0.4g (1.1eq, 1.76mmol) 1-Ethynylpyren 4 versetzt und 24 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde DMF im Ölpumpenvakuum 
abdestilliert. Die Aufeinigung erfolgte durch Säulen-chromatographie in einem Gradient 
aus Dichlormethan/Methanol 10:1 zu Dichlormethan/Methanol 4:1. Das Produkt 2´,3´,5´-
Tri-O-Acetyl-5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin 7 wurde als weißes Pulver erhalten.  
 
 
Ausbeute:          0.96g( 92%)         
 
DC:                    Rf: 0.36(DCM:MeOH=95:5) 
    
 
1H-NMR:          (250 MHz ,DMSO-d6 ) δ[ppm]   147
8.63-7.96(m, 10H, H6, arom.H); 6.16(d, 1H, J= 2.8Hz,   H1´); 5.51(q, 1H, J= 
3.0Hz,   H2´);   5.49(m, 1H, H3´); 4.45-4.29(m, 3H, H4´, H5´); 2.53(s, 9H, carbonyl-
CH3) 
 
13C-NMR:        (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
170.1(d, J= 42Hz, carbonyl-C); 164.0(C4); 162.3(C2); 147.0(C6); 131.3-
123.4(m,arom.C); 116.8(C5); 92.9(alkyne-C); 90.1(alkyne-C); 86.1(C1´); 
79.5(C4´); 72.4(C2´); 69.8(C3´); 62.9(C5´); 20.7(d, carboynl-CH3) 
                          





















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgefürt. 
1.05g (1.77mmol) 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin  7  wurden in 40ml 
Methanol gelöst, mit 1.08g (19.99mmol) Natriumethoxid  versetzt und 2 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Durch Zugabe mehrerer Spatelspitzen eines schwachsauren 
lonenaustauschers (Dowex 50wx8, Korngröße 200)  wurde die Reaktionslösung   148
neutralisiert. Der lonenaustauscher wurde über Celite 500 abfiltriert, mit Methanol 
gewaschen und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung 
erfolgte durch Säulenchromatographie. (Dichlormethan/MeOH  10:1) Das Produkt 5-(1-
Pyrenylethynyl)-Cytidin 8 wurde als weißer Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:         0.47g(57%) 
 
DC:                   Rf: 0.23(DCM:MeOH=10:1) 
 
1H-NMR:         (250MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
    8.80-7.94(m, 10H, H6, arom.H); 5.88(d, 1H, J=3.4Hz,   H1´); 5.53-
5.44(m,2H, 2´ OH,3´OH); 5.10(s, 1H, 5´OH); 4.16-3.68(m, 5H, H2´, H3´, 
H4´,H5´)  
 
13C-NMR:       (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
   163.1(C4); 153.8(C2); 145.8(C6); 130.8-123.4(m, arom.C); 117.1(C5); 
              92.6(alkyne-C); 90.1(alkyne-C); 87.5(C1´); 84.0(C4´); 74.4(C2´); 
68.6(C3´); 59.8(C5´) 
 






Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführten. 
0.57g (1.54mmol) Iodcytidin 13 wurden in 30ml abs N,N-Dimethylformamid gelöst, mit 
178mg (10%mol, 0.15mmol) Tetrakis-(triphenylphosphin)-Palladium, 59mg (20%mol, 
0.31mmol) Kupfer(I)-iodide, 0.52ml (2.4eq, 3.76mmol) Triethylamin  und 0.42g (1.2eq, 
1.85mmol) 1-Ethynylpyren 4 versetzt und 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde N,N-Dimethylformamid im Ölpumpenvakuum abdistilliert. 
Die Aufeinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem Gradient aus Dichlor-
methan/Methanol 10:1 zu Dichlormethan/Methanol 4:1. Das Product 5-(1-Pyrenylethynyl)-
Cytidin  27 wurde als weißes Pulver erhalten. 
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Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.21g (0.45mmol) 5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin 8 wurden in 5ml abs N,N-
Dimethylformamid gelöst, mit 0.9ml (15eq, 6.74mmol) N,N-dimethylformamid-
dimethylacetal (15eq, 6.74mmol) versetzt und 2 Stunden bei 50
oC gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde N,N-Dimethylformamid im Ölpumpenvakuum abdestilliert. 
Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Dichlormethan/Methanol   10:1) 
Das Produkt 
4N-Dimethylformamidin-5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin  9 wurde als gelblicher 
Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:         0.20g(83%) 
 
DC:                   Rf: 0.38(DCM:MeOH=10:1) 
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1H-NMR:         (250MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
8.89-8.08(m, 10H, H6, arom.H); 5.90(d, 1H, J=3.3Hz,  H1´); 4.16-3.88(m, 
5H, H2´, H3´,H4´, H5´); 3.39-3.11(m, 6H, N-CH3) 
 
13C-NMR:       (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
169.3(C4); 162.4(C-N(CH3)2); 158.8(C-N(CH3)2); 153,7(C2); 146.2(C6); 
130.8-123.4(m,   arom.C); 97.6(C5); 91.0(alkyne-C), 90.1(alkyne-C); 
84.0(C1´); 79.2(C4´); 74.6(C2´); 68.4(C3´); 59.7(C5´); 36.8-34.4(t, 
N(CH3)2) 
 






















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.21g (0.41mmol) 
4N-Dimethylformamidin-5-(1-Pyrenylethynyl)-Cytidin  9 wurden in 8ml 
abs Pyridin gelöst, mit 0.17g (0.49mmol) 4,4´-Dimethoxy-triphenylchlormethan versetzt 
und 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die 
Reaktion mit 1ml Methanol gequencht und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne   151
eingeengt. Die Aureinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Dichlormethan/MeOH  
95:5) Das Produkt 
4N-Dimethyl-formamidin-5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-5-(1-
Pyrenylethynyl)-Cytidin 10 wurde als gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:         0.189g(56%) 
 
DC:                  Rf: 0.29(DCM:MeOH=95:5) 
 
1H-NMR:         (250MHz, Aceton-d6) δ[ppm] 
8.41-6.62(m, 22H, H6, arom.H); 5.81(d, 1H, J=3.4Hz,  H1´); 4.40-4.00(m, 
5H,  H2´, H3´, H4´, H5´); 3.55-3.19(m, 12H, N-CH3, 2xOCH3) 
 
13C-NMR:       (63MHz, Aceton-d6) δ[ppm] 
170.3(C4); 158.8(C-N(CH3)2); 156,2(C2); 145.0(C6); 136.0(arom.C ); 
131,2-124.2(m, arom.C); 113.2 (arom.C ); 98.9(C5); 94.1(alkyne-C), 
91.7(alkyne-C); 87,6(DMTr(C)); 84.3(C1´); 78.4(C4´); 75.9(C2´); 
68.8(C3´); 63,2(C5´); 54,6(OCH3); 40,75(N(CH3)2); 34.8(N(CH3)2) 
 















32g (0.45mol) 3-Hydroxypropionitril  wurden in 450ml Dimethylsulfoxid gelöst, mit   
Essigsäure und Essigsäureanhydrid versetzt und 3 Tage bei Raumtemperatur unter 
Schutzgas gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung in einer 
Lösung aus 990g Natriumbicarbonat und 4.5l Wasser langsam zugetropft, mit Ethyl-  152
acetat mehrfach extrahiert und über Magnesiumsulfat getrocknet und am 
Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Zur Aufreinigung wurde der Rückstand 
im Ölpumpenvakuum fraktioniert destilliert. Das Produkt 2-Cyanoethyl chloromethyl ether 
11 wurde als klare Flüssigkeit erhalten. 
 
Ausbeute:         30.11g(51%) 
 
1H-NMR:         (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
4.62(s, 2H, CH2);  3.72(t, 2H, J= 6.3Hz, CH2);  2.61(t, 2H, J= 6.3Hz, CH2);    
2.11(s,1H,CH3) 
 
13C-NMR:       (63MHz, CDCl3) δ[ppm] 
     117.8(CN); 75.4(OCH2S); 62.3(CH2CH2O); 18.7(CH2CN); 13.9(SCH3) 
 
 











27.45g (0.21ml) 2-Cyanoethylchlormethyl ether 11  wurden in 500ml Dichlormethan 
gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 16.9ml (0.21mol) Sulfurylchlorid  innerhalb 
von 10 Minuten bei 0
oC. Nach vollständiger Zugabe wurde die Reaktionslösung 7 
Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die 
Reaktionslösung am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt und zur 
Aufreinigung im Ölpumpenvakuum fraktioniert destilliert. Das Produkt 2-
Cyanoethylchlormethyl ether 12 wurde als klare Flüssigkeit erhalten. 
 
Ausbeute:        16.92g(76%) 
   153
1H-NMR:         (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
   5.44(s,  2H,  CH2Cl);  3.86(t, 2H, J= 6.3Hz, CH2CH2O);  2.66(t, 2H, J= 
6.3Hz, CNCH2)      
 
13C-NMR:       (63MHz, CDCl3) δ[ppm] 



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
3g (6.06mmol) 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-Iodcytidin  6 wurden in 30ml Methanol gelöst, mit 
0.81g (14.99mmol) Natriumethoxid  versetzt und 2 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. 
Durch Zugabe mehrerer Spatelspitzen eines schwachsauren lonenaustauschers (Dowex 
50wx8, Korngröße 200)  wurde die Reaktionslösung neutralisiert. Der lonenaustauscher 
wurde über Celite 500 abfiltriert und mit Methanol gewaschen. Das Filtrat wurde am 
Rotationsverdampfer zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung des Produktes erfolgte 
durch Säulenchromatographie. (Dichlormethan/MeOH  1:1) Das Produkt Iodcytidin 13 
wurde als weißer Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          2.109g(94%) 
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DC:                     0.2(CHCl3:MeOH=4:1)  
 
1H-NMR:          (250MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
8.66(d, 1H, H6); 5.83(d, 1H, H1´); 4.33-3.47(m, 5H, H2´, H3´, 
H4´,  H5´) 
 























Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgefürt. 
0.5g (1.36mmol) 5-Iodcytidin 13  wurden in 10ml abs N,N-dimethylformamid gelöst, mit 
1.45ml (8eq, 10.88mmol) N,N-dimethylformamid-dimethyl acetal  versetzt und 2 Stunden 
bei 50
oC gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde abs N,N-dimethylformamid im 
Ölpunpenvakuum abdestilliert. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Dichlormethan/Mehtanol   5:1) Das Produkt 
4N-Dimethyl-formamidin-Iodcytidin 14 wurde 
als gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.52g(91%) 
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DC:                     0.49(DCM:MeOH=5:1)  
 
1H-NMR:          (250MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
8.60(d, 1H, J= 6.3Hz, H6), 5.75(d, 1H, J= 2.3Hz, H1´), 4.00-3.57(m, 5H, 
H2´, H3´, H4´,  H5´); 3.21(s, 3H, N-CH3); 3.14(s, 3H, N-CH3) 
  
 
13C-NMR:         (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
168.0(C4); 163.6(NCHN(CH3)2); 158.3(C2); 154.4(C6); 147.7(C5); 
89.8(C1´); 84.0(C4´); 74.5(C2´); 68.6(C3´); 59.7(C5´) 
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Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgefürt. 
0.56g (1.32mmol) 
4N-Dimethyl-formamidin-Iodcytidin  14 und 32mg (0.26mmol) 4-
Dimethylamino-pyridin (DMAP) (0.26mmol) wurden in 10ml abs Pyridin gelöst, mit 0.49g 
(1.45mmol) 4,4´-Dimethoxy-triphenylchlormethan (1.45mmol) versetzt und 24 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit 1ml 
Methanol gequencht und 30 Minuten gerührt und am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt. Die Aufeinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Dichlormethan/Methanol   95:5) Das Produkt 
4N-Dimethylformamidin-5´-O-(4,4´-
dimethoxytrityl)-Iodcytidin 15 wurde als gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.50g(52%) 
 
DC:                     0.31(DCM:MeOH=5:1)  
 
1H-NMR:          (250MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
8.61(s, 1H, CH-N(CH3)2); 8.10(s, 1H, H6); 7.46-7.21(m, 10H, arom.H und 
NCHN(CH3)2); 6.93(d, 4H, J= 8.8Hz, arom.H); 5.82(d, 1H, J= 5.3Hz, 
H1´); 5.49(d, 1H, J= 5.5Hz,  H2´); 5.10(d, 1H, J= 5.5Hz, H3´); 4.14-
4.02(m, 3H, H4´, H5´); 3.14(s, 3H, N(CH3)2); 3.12(s, 3H, N(CH3)2) 
 
13C-NMR:         (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
168.2(C4); 166.6(NCHN(CH3)2); 163.0(NCHN(CH3)2); 154.4(C2); 
147.7(C6); 144.7(arom.C); 135.5(arom.C); 129.7(arom.C); 127.9(arom.C); 
127.9(d, J=17.6Hz, arom.C); 126.7(arom.C); 113.3(arom.C); 
89.9(DMTr(C)), 85.8(C1’); 82.6(C4’); 73.9(C2’); 69.8(C3’); 63.2(C5’); 
55.0(OCH3); 34.9(N(CH3)2) 
 




























Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.53g (0.73mmol) 
4N-Dimethylformamidin-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl)-Iodcytidin  15 
(0.73mmol) wurden in 10ml 1,2-Dichloroethan gelöst, mit 0.44ml (3.5eq, 2.57mmol) N,N-
Ethyldiisopropylamin  und 0.27g (1.2eq, 0.89mmol) Dibutylzinn-dichlorid  versetzt und 90 
Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend erfolgte die Zugabe von 3ml 
(0.95mmol) 2-Cyanoethylchloromethyl ether 12  in 1,2-Dichlorethan innerhalb von 30 
Minuten bei 70
oC. Die Reaktionslösung 30 Minuten gerührt. Nach beendeter Umsetzung 
wurde die Reaktionslösung mit  gesättigter  NaHCO3-Lsg gequencht, mit Dichlormethan 
mehrfach extrahiert, über  Magnesium-sulfat getrocknet  und am Rotationsverdampfer bis 
zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch 
Säulenchromatographie.(Acetonitril/Methanol 30:1) Das Produkt 
4N-Dimethylformamidin-
2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxy trityl)-Iodcytidin 16  wurde als weißer 
Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.29g(49%)   158
DC:                     0.43(CH3CN:MeOH=30:1)  
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
8.66(s, 1H, NCHN(CH3)2); 8.15(s, 1H, H6); 7.42-7.08(m, 9H, arom.H); 
6.77(d, 4H, J= 8.8Hz, arom.H); 5.94(d, 1H, J= 2Hz, H1´); 5.10(d, 1H, J= 
6.8Hz, OCH2O); 4.89(d, 1H, J= 6.5Hz, OCH2O); 4.35-4.24(m, 2H, H2, 
H3´); 4.06(m, 1H, H4´); 3.82-3.66(m, 10H, H5´, OC H3 und CH2CH2CN); 
3.12(s, 3H, N(CH3)2); 3.08(s, 3H, N(CH3)2); 2.62-2.51(m, 2H, 
CH2CH2CN) 
 
13C-NMR:         (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
167.7(C4); 158.0(NCHN(CH3)2); 157.6(NCHN(CH3)2); 154.3(C2); 
145.1(C6); 143.5(arom.C); 135.0(arom.C); 129.1(arom.C); 128.1(arom.C); 
127.1(arom.C); 126.8(arom.C); 116.9(CN);  112.8(arom.C); 94.2(OCH2O); 
88.3(DMTr(C); 85.8(C1’); 82.0(C4’); 79.1(C2’); 68.1(C3’); 62.4(C5’); 
61.0(OCH2CH2CN); 54.2(OCH3); 40.5(N(CH3)2); 34.5(N(CH3)2); 
17.9(OCH2CH2CN)  
 





































Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.61g (0.75mmol) 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxy-methyl)-5´-O-(4,4´-
dimethoxy trityl)-Iodcytidin 16  wurden in 15ml abs N,N-Dimethylformamid gelöst, mit 
87mg (10%mol, 0.08mmol) Tetrakis-(triphenylphosphin)-Palladium 29mg (20%mol, 
0.15mmol) Kupfer(I)-iodid, 0.25ml (2.4eq, 3.40mmol)Triethylamin  und 0.19g (1.1eq, 
0.83mmol) 1-Ethynylpyren 4  versetzt und 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde N,N-Dimethylformamid im Ölpumpenvakuum abdistilliert. 
Die Aufeinigung erfolgte durch Säulenchromatographie.( Dichlormethan/Mehtanol   95:5) 
Das Produkt 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-
dimethoxytrityl) -5-(1-Pyrenylethynyl)-cytidin 17 wurde als gelblicher  Schaum erhalten. 
 
 Ausbeute:          0.24g(90%) 
 
DC:                     0.26(DCM:MeOH=95:5)  
   160
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
8.22-7.90(m, 11H, atom.H und H6); 7.58-7.10(m, 10H, arom.H und 
NCHN(CH3)2); 6.80(d, 4H, J= 5Hz,arom.H); 5.96(m, 1H, H1´);              
4.97(m, 2H, OCH2O); 4.34-4.24(m, 13H, H2´, H3´, H4´, H5´,  2xOCH3 
und CH2CH2CN); 2.91(s, 3H, N(CH3) 2 ); 2.81(s, 3H, N(CH3) 2 ); 2.73-
2.59(m, 2H, CH2CH2CN) 
 
13C-NMR:         (63MHz, CDCl3) δ[ppm] 
167.7(C4); 157.6(NCHN(CH3)2); 157.5(NCHN(CH3)2); 154.3(C2); 
145.1(C6); 138.5-123.2(m, arom.C); 116.9(CN);  112.8(arom.C); 
94.2(OCH2O); 88.3(DMTr(C), 84.0(C1´); 79.2(C4´); 74.6(C2´); 68.4(C3´); 
59.7(C5´);  61.0(OCH2CH2CN); 54.2(OCH3); 40.5(N(CH3)2); 
34.5(N(CH3)2); 17.9(OCH2CH2CN) 
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4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl) -5-

























Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.1g (0.11mmol) 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-
dimethoxytrityl) -5-(1-Pyrenylethynyl)-cytidin 17 und  0.1ml (5eq,0.55mmol) N,N-
Ethyldiisopropylamin wurden in 4ml eines 1:1-Gemisches aus abs Dichlormethan und abs 
Acetonitril gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.03ml (0.13mmol) 2-Cyanethyl-
N,N-diisopropylchlorphosphoramid innerhalb von 15 Minuten bei 0
oC. Die 
Reaktionslösung wurde 10 Minuten bei 0
oC und 3 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit  gesättigter  NaHCO3-Lsg 
gequencht, mit Dichlor-methan mehrfach extrahiert, über Magnesiumsulfat getrocknet und 
am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch 
Säulenchromatographie in einem Gradient aus Ethylacetat zu Ethylacetat/ Acetonitril 8:1. 
Das Produkt 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxy 
trityl)-5-(1-Pyrenylethynyl)-cytidin 3´-[(2-Cyanoethyl)-DiIsopropylphosphoramidit] 18 wurde 
als gelblicher Schaum erhalten.   162
Ausbeute:          0.06g(47%) 
 
DC:                     Rf: 0.33, 0.38(DCM:MeOH=95:5)  
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
8.23-7.95(m, 11H, atom.H und H6); 7.39-7.09(m, 10H, arom.H und 
NCHN(CH3)2); 6.78(d, 4H, J= 10Hz, arom.H); 5.93(d, 1H, J= 5HZ, H1´); 
5.00-4.74(m, 2H, OCH2O); 4.45-3.60(m, 15H, H2´, H3´, H4´, H5´,   
2xOCH3 und CH2CH2CN); 2.91(s, 3H, N(CH3) 2); 2.81(s, 3H, N(CH3) 2); 
2.80-2.59(m, 4H, CH2CH2CN); 1.31-1.18(m, 12H, 2xCH(CH3) 2) 
 
31P-NMR: (162MHz,CDCl3) δ[ppm]    
150.7, 149.4  Verhältnis  1:1.8 
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Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
1g (3.54mmol) 1-Brom-4-Iod-benzol  wurden in 30ml eines 2:1-Gemisches aus 
Triethylamin/abs Tetrahydrofuran gelöst, mit 50mg (0.002mmol) Bis-(triphenylphosphin)-
palladium(II)-dichlorid, 27mg (0.14mmol) Kupfer(I)-Iodid  und 0.93g (4.10ml) 1-
Ethynylpyren 4  versetzt und 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter 
Umsetzung wurde das Reaktionsgemisch am Rotationsverdampfer bis zur Trockne 
eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie 
(Dichlormethan/Hexan  1:5). Das Produkt 1-(4-Brom-phenylethynyl)-pyren 19 wurde als 
gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:         1.292g(95.8%) 
 
DC:                    Rf: 0.28(DCM:Hex=1:10) 
 
1H-NMR:         (250MHz, CDCL3) δ[ppm] 
8.46(d, 1H, J= 9.3Hz arom.H); 8.07-7.83(m, 8H,  arom.H); 7.50(s, 4H,  
arom.H) 
                           
 
13C-NMR:       (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
131.3-121.4(m, arom.C); 116.2(arom.C); 92.9(alkyne-C);  
88.8(alkyne-C) 
                          






















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
1.03g (2.71mmol) 1-(4-Brom-phenylethynyl)-pyren  19 wurden in 40ml eines 3:1-
Gemisches aus Triethylamin/abs Tetrahydrofuran gelöst, mit 0.1mg (0.001mmol) Bis-
(triphenylphosphin)-palladium(II)-dichlorid,  5mg (0.02mmol) Kupfer(I)-Iodid, 11mg 
(0.04mmol) Triphenylphosphin  und 0.32ml (1.2eq, 3.25mmol) 2-Methyl-3-butyn-2-ol   
versetzt und 24 Stunden unter Rückfluß erhihtzt. Nach beendeter Umsetzung wurde das 
Reaktionsgemisch am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung 
erfolgte durch Säulenchromato-graphie.(Dichlormethan) Das Produkt 2-Methyl-4-(4-
pyren-1-ylethynyl-phenyl)-but-3-yn-2-ol 22 wurde als gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.70g(66%) 
 
1H-NMR:         (250MHz, CDCl3) δ[ppm]  
8.59(d, 1H, J= 9.3, arom.H); 8.18-7.93(m, 8H,  arom.H); 7.60(d, 2H,  J= 
8.5Hz, arom.H); 7.43(d. 2H, J= 8.8Hz, arom.H); 1.59(s, 6H, alkyne-(CH3)2) 
 
ESI(+):            m/z     m/z     384.8([M]
+); 366.8([M-OH]
+) 










0.68g (1.77mmol) 2-Methyl-4-(4-pyren-1-ylethynyl-phenyl)-but-3-yn-2-ol  22  wurden in 
40ml Toluol gelöst, mit Natriumhydroxid versetzt und 12 Stunden unter Rückfluß erhitzt. 
Nach dem Abkühlen des Reaktionsgemisches auf Raumtenperatur wurde das 
ausgefallene Natriumhydroxid abfiltriert, mit Ethylacetat extrahiert, mit 40ml Wasser 
zweimal gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet, am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Dichlormethan)  Das Produkt 1-(4-Ethynyl-phenylethynyl)-pyren 23 wurde als gelblicher 
Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:         0.53g(93%) 
 
1H-NMR:         (250MHz, CDCl3) δ[ppm]   
8.60(d, 1H, J= 9.3Hz, arom.H); 8.20-7.94(m, 8H,  arom.H); 7.63(d, 2H, J= 

















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
2.19g (6.63mmol) 1,4-Diiodobenzol  wurden in 40ml eines 1:1-Gemisches aus 
Triethylamin/abs Tetrahydrofuran gelöst, mit 31mg (0.04mmol) Bis-(triphenylphosphin)-
palladium(II)-dichlorid, 17mg (0.09mmol) Kupfer(I)-Iodid  und 0.5g (2.21ml) 1-
Ethynylpyren 4  versetzt und 17 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter 
Umsetzung wurde das Reaktionsgemisch am Rotationsverdampfer bis zur Trockne 
eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie 
(Dichlormethan/Hexan  1:10). Das Produkt 1-(4-Iodo-phenylethynyl)-pyren 20 wurde als 
gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:         0.68g(72%) 
 
DC:                    Rf: 0.35(DCM:Hex=1:10) 
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1H-NMR:         (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
8.46(d, 1H, J= 9.2Hz, arom.H); 8.07-7.83(m, 8H,  arom.H); 7.50(s, 4H,  
arom.H) 
                           
13C-NMR:       (63MHz, CDCl3) δ[ppm] 
                         131.3-121.4(m, arom.C); 92.9(alkyne-C); 88.8(alkyne-C) 
                          














Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.65g (1.52mmol) 1-(4-Brom-phenylethynyl)-pyren  19  wurden in 40ml eines 1:1-
Gemisches aus Triethylamin/abs Tetrahydrofuran gelöst, mit 47mg (0.07mmol) Bis-
(triphenylphosphin)-palladium(II)-dichlorid, 15mg (0.08mmol)  Kupfer(I)-Iodid und 0.36ml 
(2.4eq, 3.64mmol) 2-Methyl-3-butyn-2-ol  versetzt und 3 Stunden bei 50
oC gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde das Reaktionsgemisch am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie.(   168
Dichlormethan /Hexan  5:1) Das Produkt 2-Methyl-4-(4-pyren-1-ylethynyl-phenyl)-but-3-
yn-2-ol 22 wurde als gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.575g(98%) 
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm]   
8.59(d, 1H, arom.H), 8.18-7.93(m, 8H,  arom.H), 7.60(d, 2H,  arom.H), 7.43(d. 2H, 
arom.H), 1.59(s, 6H, alkyne-(CH3)2) 
 

















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
2g (6.06mmol) 1,4-Diiodobenzol  wurden in 15ml eines 2:1-Gemisches aus 
Triethylamin/abs Tetrahydrofuran gelöst und mit 85mg (0.12mmol) Bis-
(triphenylphosphin)-palladium(II)-dichlorid  und 46mg (0.24mmol) Kupfer(I)-Iodid  versetzt. 
Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.59ml (1eq, 8.14mmol) 2-Methyl-3-butyn-2-ol 
innerhalb von 1 Stunde bei 0
oC. Die Reaktionslösung wurde 3 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde das Reaktionsgemisch am 
Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch   169
Säulenchromatographie.(Dichlormethan/Hexan  7:3) Das Produkt 4-(4-Iodo-phenyl)-2-
methyl-but-3-yn-2-ol 21 wurde als orangenfarbener Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.850g(49%) 
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm]   
7.61(d, 2H, arom.H), 7.19(d, 2H,  arom.H), 1.48(s, 6H, CH3) 
 














Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
1g (3.50mmol) 4-(4-Iodo-phenyl)-2-methyl-but-3-yn-2-ol  21  wurden in 20ml eines 1:1-
Gemisches aus Triethylamin/abs Tetrahydrofuran gelöst, mit 49mg (0.07mmol) Bis-
(triphenylphosphin)-palladium(II)-dichlorid,  27mg (0.14mmol) Kupfer(I)-Iodid  und 0.95g 
(1.2eq, 4.19ml) 1-Ethynylpyren 4  versetzt und 18 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde das Reaktionsgemisch am Rotationsverdampfer bis 
zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. Die   170
Säulenchromatographie wurde in einem Gradient von Dichlormethan/Hexen 3:1 zu 
Dichlormethan/Hexen 5:1.  Das Produkt 2-Methyl-4-(4-pyren-1-ylethynyl-phenyl)-but-3-yn-
2-ol 22 wurde als gelblicher Schaum erhalten.  
 
Ausbeute:          1.062g(79%) 
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm]   
8.59(d, 1H, arom.H), 8.18-7.93(m, 8H,  arom.H), 7.60(d, 2H,  arom.H), 7.43(d. 2H, 
arom.H), 1.59(s, 6H, alkyne-(CH3)2) 
 













































Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.3g (0.37mmol) 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-cyanoethoxy-methyl)-5´-O-(4,4´-
dimethoxy trityl)-Iodcytidin 16 wurden in 20ml abs N,N-Dimethylformamid gelöst, mit 
43mg (10%mol, 0.04mmol) Tetrakis-(triphenylphosphin)-Palladium, 14mg (20%mol, 
0.07mmol) Kupfer(I)-iodid, 0.13ml (2.4eq, 0.89mmol) Triethylamin und 0.17g (0.52mmol) 
1-(4-Ethynylphenylethynyl)pyren  23 versetzt und 24 Stunden bei Raumtemperatur 
gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde N,N-Dimethylformamid im Ölpumpenvakuum 
abdestilliert. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem Gradient 
aus Dichlormethan zu Dichlormethan /Methanol 95:5. Das Produkt 
4N-Dimethyl-
formamidin-2´-O-(2-cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl)-5-(4-pyren-1-
ylethynyl-phenylethynyl)-cytidin 24 wurde als gelblicher Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.318g(85%)   172
 
DC:                    Rf:  0.21(EtOAc:CH3CN=8:1)  
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
8.18-7.90(m, 10H, atom.H und H6); 7.63-7.05(m, 13H, arom.H und 
NCHN(CH3)2); 6.77(d,4H, J= 7.5Hz, arom.H); 5.95(dd, 1H, J= 2.5Hz, 
H1´); 5.09-4.86(m, 2H, OCH2O); 4.50-3.74(m, 7H, H2´, H3´, H4´, H5´und 
CH2CH2CN); 3.72(s, 4H, OCH3); 3.64(s, 2H, OCH3); 3.37(s, 4H, N(CH3) 
2); 3.25(s, 2H, N(CH3) 2); 2.68-2.58(m, 2H, CH2CH2CN) 
 
13C-NMR:         (63MHz, CDCl3) δ[ppm] 
165.3(C4); 159.6(NCHN(CH3)2); 153.2(C2); 148.3(C6); 140.3-119.5(m, 
arom.C); 116.9(CN); 95.2(OCH2O); 86.4(DMTr(C), 84.7(C1´); 78.7(C4´); 















































Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.33g (0.33mmol) 
4N-Dimethyl-formamidin-2´-O-(2-cyanoethoxy-methyl)-5´-O-(4,4´-
dimethoxytrityl)-5-(4-pyren-1-ylethynyl-phenylethynyl)-cytidin  24 und  0.28ml 
(5eq,1.63mmol) N,N-Ethyldiisopropylamin wurden in 4ml eines 1:1-Gemisches aus abs 
Dichlormethan und abs Acetonitril gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.09ml 
(0.39mmol)  2-Cyanethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramidt innerhalb von 15 Minuten 
bei 0
oC. Die Reaktionslösung wurde 10 Minuten bei 0
oC und 3 Stunden bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit 
gesättigter  NaHCO3-Lsg gequencht, mit Dichlormethan mehrfach extrahiert, über       
Magnesiumsulfat getrocknet  und am Rotationsverdampfer  bis zur Trockne eingeengt. 
Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem Gradient aus 
Ethylacetat zu Ethylacetat/Acetontril 8:1. Das Produkt 
4N-Dimethylformamidin-2´-O-(2-
cyanoethoxymethyl)-5´-O-(4,4´-dimethoxytrityl) -5-(4-pyren-1-ylethynyl-phenylethynyl)-  174
cytidin 3´-[(2-Cyanoethyl)- DiIsopropylphosphoramidit] 25 wurde als gelblicher Schaum 
erhalten. 
 
Ausbeute:          0.058g(47.3%) 
 
DC:                     0.32, 0.45(EtOAc:CH3CN=8:1) 
 
1H-NMR:          (250MHz, CDCl3) δ[ppm] 
8.16-7.67(m, 10H, atom.H und H6); 7.39-6.63(m, 18H, arom.H und 
NCHN(CH3)2); 6.01(dd, 1H, J= 2.5Hz, H1´); 5.02-4.75(m, 2H, OCH2O); 
4.39-3.23(m, 15H, H2´, H3´, H4´, H5´, CH2CH2CN und 2xOCH3); 3.13(s, 
3H, N(CH3) 2); 3.09(s, 3H, N(CH3) 2); 2.71-2.65(m, 4H, CH2CH2CN); 1.26-
1.10(m, 12H, 2xCH(CH3) 2) 
31P-NMR: (162MHz,CDCl3) δ[ppm]    
152.5, 151.0  Verhältnis  1:2.1 
 






















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.74g (1.49mmol) 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-Iodcytidin  63 wurden in 35ml abs N,N-
Dimethylformamid gelöst, mit 172mg (10%mol, 0.15mmol) Tetrakis-(triphenylphosphin)-
Palladium, 57mg (20%mol, 0.30mmol) Kupfer(I)-iodid, 0.50ml (2.4eq, 6.80mmol) 
Triethylamin  und 0.53g (1.1eq, 1.64mmol) 1-(4-Ethynyl-phenylethynyl)-pyren 71  versetzt 
und 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde N,N-
Dimethylformamid im Ölpumpenvakuum abdistilliert. Die Aufreinigung erfolgte durch 
Säulenchromatographie in einem Gradient aus Dichlormethan/Methanol 10:1 zu 
Dichlormethan/Methanol 4:1. Das Produkt 2´,3´,5´-Tri-O-Acetyl-5-(4-pyren-1-ylethynyl-
phenylethynyl)-Cytidin 26 wurde als weißes Pulver erhalten. 
 
 
Ausbeute:          0.85g( 82%)         
 
DC:                    Rf: 0.29(DCM:MeOH=95:5) 
    
1H-NMR:          (250 MHz ,DMSO-d6 ) δ[ppm] 
8.68(d, 2H, J= 9.3Hz, NH); 8.44-7.64(m, 14H, H6, arom.H); 5.94(d, 1H, J= 9.3Hz, 
H1´); 5.54(t, 1H, J= 4.3Hz, H2´);   5.42(t, 1H, J= 6Hz, H3´); 4.42-4.24(m, 3H, H4´, 
H5´); 2.12(s, 9H, carbonyl-CH3) 
 
13C-NMR:        (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
170.0(d, J= 42.8Hz,carbonyl-C); 164.0(C4); 162.3(C2); 147.0(C6); 131.6-
122.6(m,arom.C); 116.4(C5); 94.91(alkyne-C); 93.8(alkyne-C); 
89.8(C1´); 78.9(C4´); 72.6(C2´); 69.5(C3´); 62.9(C5´); 20.9(d, J= 17Hz, 
carboynl-CH3) 
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o-Nitrobenzylmethylthiomethylether 27 








 213.25 g/mol 
 
Methode A 
Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.96g (40mmol) Natriumhydrid  wurden bei 0
oC in 20ml 1,2-Dimethoxy-ethan gelöst und 
3.06g (20mmol) 2-Nitrobenzylalkohol langsam zugegeben. Nach Zugabe von 1.68ml 
(20mmol) Chloromethylmethylsulfid wurde die Reaktionslösung 2 Stunden bei 0
oC und 4 
Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die 
Reaktionslösung mit 30ml Wasser gequencht und mit Diethylether extrahiert. Die 
vereinigten organischen Phasen wurden über Magnesiumsulfat getrocknet und 
anschließend am Rotationsverdampfer  bis zur Trockne eingeengt. Die Aufeinigung 
erfolgte durch Säulenchromatographie.(DCM  / Hex = 1:1) Das Produkt o-




Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. In 
20ml abs Benzol wurden 3.24g (19.07mmol)  Silbernitrat und 2.9ml (20.80mmol) 
Triethylamin zugegeben. Anschließend erfolgte die Zugabe von 2.66g (17.34mmol) 2-
Nitrobenzylalkohol und 1.74ml (20.80mmol) Chloromethyl-methylsulfid in 20ml abs Benzol 
innerhalb von 5 Minuten und das Reaktionsgemisch wurde 24 Stunden bei 80
oC geführt. 
Nach dem Abkühlen des Reaktionsgemisches  
auf Raumtemperatur wurde der ausgefallene Katalysator über Celite 500 abfiltriert. Das 
Filtrat wurde mit Diethylether mehrfach extrahiert, mit gesättigter NaHCO3-Lsg und 
Wasser gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis   177
zur Trockne eingeengt. Die Aufeinigung erfolgte durch Säulenchromatographie.(DCM / 
Hex= 2:3) Das Produkt o-Nitrobenzylmethylthiomethylether 27 wurde als gelbe Flüssigkeit 
erhalten. 
 
Ausbeute:           Methode A   3.18g  (75%) 
                                          B   1.25g  (34%) 
 
DC:                    Rf: 0.15 (DCM : Hex = 1 : 2) 
 
1H-NMR:            (400 MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
2.42g (11.35mmol) o-Nitrobenzylmethylthiomethylether  27  wurden in 30ml abs. 
Dichlormethan gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.93ml (11.35mmol) 
Sulfurylchlorid  innerhalb von 10 Minuten bei Raumtemperatur und es wurde 1 Stunde 
gerührt. Die Reaktionslösung wurde am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. 
Die Rückstand wurde mittels Kugelrohrofen im Ölpumpenvakuum fraktioniert destilliert. 
Das Produkt o-Nitrobenzylchlormethylether 28 wurde als gelbe Flüssigkeit erhalten. 
 
Ausbeute:          2.09 g (91%)   178
 
DC:                    Rf:  0.07 (DCM) 
 
1H-NMR:            (250MHz,CDCl3) δ[ppm] 
8.12(d, 1H, J= 8.1, arom.H); 7.76-7.63(m, 2H, arom.H); 7.52-7.45(m, 2H, 
arom.H); 5.63(s,2H-O-CH2-Cl); 5.15(s,2H,Ar-CH2-O) 
 




















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgefürt. 
0.2g (8.19mmol) Uridin wurden in 20ml abs Pyridin gelöst, mit 3.79g (11.2mmol) 4,4´-
Dimethoxytriphenylchlormethan versetzt und 12 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde  die Reaktionslösung mit 20ml wässr. ges. NaHCO3-
Lsg gequencht, mit Dichlormethan mehrfach extrahiert, über    Magnesiumsulfat 
getrocknet  und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung 
erfolgte durch Säulenchromatographie(Acetontril / Methanol 95:5). Das Produkt 5´-O-
(4,4´-Dimethoxytriphenylmethyl)-Uridin 29 wurde als weißer Schaum erhalten. 
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Ausbeute:          1.02 (44%) 
 
DC:                    Rf: 0.61( EtOAc:Hex=9:1) 
 
1H-NMR:            (400MHz,CDCl3) δ[ppm]: 
9.95(br,H-N(3)); 8.02(d, 1H, J= 8.1Hz, H6); 7.54- 7.20 (m, 9H, arom.H)); 
6.87-6.82(m, 4H, arom.H); 5.90(d,1H, J= 2.6Hz, H1´); 5.40(d, 1H, J= 
8.1Hz,H5); 4.45(t, 1H, J= 5.6Hz, H2´); 4.36(q, 1H, J= 2.6Hz, H3´); 





















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
1.77g (3.25mmol) 5´-O-(4,4´-Dimethoxytriphenylmethyl)-Uridin  29  wurden in 15ml 1,2-
Dichlorethan gelöst, mit 2.8ml (5eq, 16.25mmol) N,N-Ethyldiisopropylamin und 1.18g 
(1.2eq, 3.88mmol) Dibutylzinndichlorid versetzt und 90 Minuten bei Raumtemperatur 
gerührt. Anschließend erfolgte die Zugabe von 3ml 0.79g (1.2eq, 3.90mmol) o-
Nitrobenzylchloromethylether  27 in 1,2-Dichlorethan innerhalb von 30 Minuten bei 
Raumtemperatur und 30 Minuten bei 70
oC gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die   180
Reaktionslösung mit gesättigter  NaHCO3-Lsg gequencht, mit Dichlormethan mehrfach 
extrahiert, über Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne 
eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem Gradient aus 
Ethylacetat / Hexan 2:3 zu Ethyl-acetat / Hexan 1:9. Das Produkt 1-{5´-O-(4,4´-
Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(2-nitrobenzyl)oxy]methyl}uracil  30  wurde als weißer Schaum 
erhalten. 
 
Ausbeute:          1.02 (44%) 
 
DC:                    Rf: 0.61( EtOAc:Hex=9:1) 
 
1H-NMR:            (400MHz,CDCl3) δ[ppm]: 
8.11-8.07(m, 1H, , arom.H); 7.94(d, 1H, J= 8.1Hz, H6); 7.72-7.66(m, 
12H, arom.H); 6.86-6.81(m, 4H, arom.H); 6.04(d, 1H, J= 2.3Hz, H1´); 
5.28(dd, 1H, J= 2.4Hz, J= 2.1Hz, H5); 5.18-5.00(m, 4H, ArCH2O und 
OCH2O); 4.61(m, 1H, H2´); 4.38(m, 1H, H3´); 4.17-4.07(m, 3H, H4´und 
H5´); 3.80(s, 6H, 2xOCH3);  
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1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(2-nitrobenzyl)oxy]methyl}uracil 3´-[(2-Cyano 

















 C47H54N5O9P   
863.95 g/mol 
 
Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.25g (0.35mmol) 1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(2-nitrobenzyl)-oxy]methyl}uracil 30 
wurden in 5ml eines 1:1-Gemisches aus abs Dichlormethan und abs Acetonitril gelöst, mit 
0.31ml (5eq,1.76mmol) N,N-Ethyldiisopropylamin versetzt. Anschließend erfolgte die 
Zugabe von 0.1ml (0.39mmol) 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramid innerhalb 
von 15 Minuten bei 0
oC, 10 Minuten bei 0
oC und 1 Stunde bei Raumtemperatur gerührt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit  gesättigter  NaHCO3-Lsg 
gequencht, mit Dichlormethan mehrfach extrahiert, über  Magnesiumsulfat getrocknet   
und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt.  Die Aufreinigung erfolgte durch 
Säulenchromatographie in einem Gradient aus Ethylacetat / Acetonitril 3:7 zu Ethylacetat 
/ Acetonitril 3:2. Das Produkt 1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(2-
nitrobenzyl)oxy]methyl}uracil 3´-[(2-Cyanoethyl) DiIsopropylphosphoramidite 31 wurde als 
weißer Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.27 g (90%) 
 
DC:                    Rf:  0.5, 0.42(EtOAc: Hex = 3:2)   182
 
MALDI-MS:        m/z 798,4 (M+H
+) 
 
1H-NMR:            (400Hz,CDCl3) δ[ppm] 
8.11(dd, 1H, J= 1.2Hz, arom.H); 8.01(dd,1H, J= 8.2Hz, H6); 7.81(d, 1H, 
J= 7.8Hz, arom.H); 7.65(t, 1H, J= 7.7Hz, arom.H)); 6.87-6.83(m, 4H, 
arom.H); 7.49-7.26(m, 10H, arom.H); 6.11(dd, 1H, J= 3.7Hz und J= 
3.2Hz, H1´); 5.25(dd,1H, J= 8.1Hz, H5); 5.11-5.03(m, 4H, OCH2O und 
ArCH2O); 4.59-4.47(m, 2H,H2´und H3´); 4.30(d,0.5H, J= 6.2Hz, H4´); 
4.24(q,0.5H, J= 2.0Hz und J= 2.6Hz, H4´); 3.92(m, 1H, OCH2CH2CN); 
3.82 und 3.81 (2s, 6H, OCH3); 3.70-3.43(m, 5H, CH(CH3)2, H5´, 
OCH2CH2CN); 2.65(t, 1H, J= 6.2Hz, OCH2CH2CN); 2.48(t, 1H, J= 6.3Hz,  
OCH2CH2CN); 1.16-1.13(q, 8H, J= 5.1Hz, CH(CH3) 2); 1.04(d, 4H, J= 
6.8Hz, CH(CH3) 2)   
 
31P-NMR: (162MHz,CDCl3) δ[ppm]    
  151.4, 150.4  Verhältnis  1.2:1           
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Zu 3g Natriumborhydrid wurden innerhalb von 5 Minuten bei Raumtemperatur 3ml 
Wasser zugetropft, mit 30g Aluminiumoxid versetzt, 4 Stunden bei Raumtemperatur 
gerührt und 18 Stunden an der Ölpumpe getrocknet. Anschließend erfolgte die Zugabe 
von 5.44g (32.94mmol) 2-Nitroacetophenon in 60ml Diethylether innerhalb von 10 
Minuten bei Raumtemperatur und 2 Stunden gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde 
das ausgefallene Reduktionsreagenz abfiltriert, am Rotationsverdampfer bis zur Trockne 
eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Diethylether) Das 
Produkt 1-(o-Nitrophenyl)ethanol 32 wurde als gelbe Flüssigkeit erhalten. 
  
Ausbeute:           5.50g (99%) 
 
DC:                    Rf: 0.14 (DCM : Hex = 3 : 1) 
 
1H-NMR:            (250MHz,CDCl3) δ[ppm] 
7.30-7.83(m, 4H, Ar-H); 5.30-5.37 (q, 1H, J= 6.3Hz, -CH(CH3)); 2.42 ( br, 














Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
5.52g (33mmol) 1-(o-Nitrophenyl)ethanol 32 und 3.3ml (40mmol) Chloromethylmethylsufid  
wurden  in 20ml abs Benzol gelöst. Die Reaktionslösung wurde in Suspension aus 6.17g 
(36mmol) Silbernitrat  und 5.52ml (40mmol) Triethylamin (40mmol) in 12ml abs Benzol 
innerhalb von 5 Minuten bei Raumtemperatur getropft und 24 Stunden bei 60
oC gerührt.   184
Nach beendeter Umsetzung wurde der ausgefallene Katalysator wurde über Celite 500 
abfiltriert, ünd der Rückstand mit Diethylether  mehrfach gewaschen,  mit gesättigter   
NaHCO3-Lsg und Wasser gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und am 
Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufeinigung erfolgte durch 
Säulenchromatographie. (Dichlormethan / Hexan  1:2) Das Produkt 1-(o-
Nitrophenyl)ethylmethylthiomethylether 33 wurde als gelbe Flüssigkeit erhalten. 
 
 
Ausbeute:          1.70g (23%) 
 
DC:                    Rf: 0.50(DCM : Hex = 3 : 1) 
             
1H-NMR:          (400MHz,CDCl3)  δ[ppm] 
7.39-7.90(m,4H,Ar-H); 5.42(q, 1H, J= 6.4Hz, -CH(CH3)-O); 4.62(d, 2H, J= 
11.5Hz, -O-CH2-S); 4.31(d, 2H, J= 11.5Hz, -O-CH2-S); 2.10(s, 3H, -S-














Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
1.57g (6.91mmol) 1-(o-Nitrophenyl)ethylmethylthiomethylether  33  wurden in 25ml abs 
Dichlormethan gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.57ml (6.91mmol)   185
Sulfurylchlorid innerhalb von 10 Minuten bei Raumtemperatur und 1 Stunden gerührt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt. Die Rückstand wurde mittels Kugelrohrofen im Ölpumpenvakuum 
fraktioniert destilliert. Das Produkt 1-(o-Nitrophenyl)ethylchloromethylether 34 wurde als 
gelbe Flüssigkeit erhalten. 
 
Ausbeute:          2.09g (91%) 
 
DC:                    Rf: 0.07(DCM) 
    
1H-NMR:          (250MHz,CDCl3) δ[ppm] 
7.34-7.91(m,4H,Ar-H); 5.52(q,2H, J= 7.4Hz, -O-CH2-Cl); 5.18(d,1H, J= 
6.6Hz, -CH(CH3)-O); 1.54(d,3H, J= 6.4Hz, -CH(CH3)-O-)   
 
 



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
1.31g (2.40mmol) 5´-O-(4,4´-Dimethoxytriphenylmethyl)-Uridin  29 wurde in 12ml 1,2-
Dichlorethan gelöst, mit 2.1ml (5eq, 12mmol) N,N-Ethyldiisopropylamin  und 0.88g (1.2eq,   186
2.88mmol) Dibutylzinndichlorid versetzt und 90 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. 
Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.57g (1.1eq, 2.65mmol) 1-(o-
nitrophenyl)ethylchloromethylether 34 in 4ml 1,2-Dichlorethan innerhalb von 90 Minuten 
bei Raumtemperatur und 30 Minuten bei 70
oC gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde 
die Reaktionslösung mit gesättigter  NaHCO3-Lsg gequencht,  mit Dichlormethan 
mehrfach extrahiert, über    Magnesiumsulfat getrocknet  und am Rotationsverdampfer bis 
zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem 
Gradient aus Ethyl-acetat / Hexan 1:1 zu Ethylacetat / Hexan 2:1 . Das Produkt 1-{5´-O-
(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-Nitrobenzyl)ethyl)oxy]methyl}uracil 35 wurde als weißer 
Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          740mg (42.5%) 
 
DC:                    Rf: 0.68 (EtOAc: Hex = 9:1) 
    
1H-NMR:          (400MHz,CDCl3) δ[ppm] 
7.88-7.98(m, 1H, arom.H); 7.78(d, 1H, J= 7.9Hz, H6); 7.23-7.66(m, 12H, 
arom.H); 6.88-6.82(m, 4H, arom.H); 6.02(d, 0.5H, J= 2.8Hz, H1´); 5.91 
(d, 0.5H, J= 2.2Hz, H1´);  5.44(dd, 1H,J= 6.3Hz, ArCH); 5.29(m, 1H, H5); 
5.03(2d, 1H, J= 6.9Hz, OCH2O); 4.96(2d, 1H, J= 6.9Hz, OCH2O); 
4.55(m, 1H, H2´); 4.34(m, 1H, H3´); 4.10(m, 1H, H4´); 3.81(s, 6H, 
2xOCH3); 3.55(m, 2H, H5´); 1.57(t, 3H, J= 5.7Hz, ArCH(CH3)) 
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1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-nitrobenzyl) ethoxy]methyl}-uracil 3´-[(2-




















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.2g (0.276mmol) 1-{5´-O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-
nitrobenzyl)ethoxy]methyl}uracil 35 und 0.24ml (5eq,1.38mmol) N,N-Ethyl-diisopropylamin 
wurden in 3ml eines 1:1-Gemisches aus abs Dichlormethan und abs Acetonitril gelöst. 
Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.07ml (0.331mmol) 2-Cyanethyl-N,N-
diisopropylchlorphosphoramidt innerhalb von 15 Minuten bei 0
oC. Nach 10 Minuten 
Rühren wurde noch 1 Stunde bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Umsetzung 
wurde die Reaktionslösung mit gesättigter NaHCO3-Lsg gequencht, mit Dichlormethan 
mehrfach extrahiert, über  Magnesiumsulfat getrocknet  und am Rotationsverdampfer bis 
zur Trockne eingeengt.  Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie in einem 
Gradient aus Ethylacetat/Acetontril 3:7 zu Ethyl-acetate/ Acetontril 3:2. Das Produkt 1-{5´-
O-(4,4´-Dimethoxytrityl)-2´-O-{[(1-(o-Nitrobenzyl)ethyl)oxy]methyl}uracil 3´-[(2-
Cyanoethyl)- diispropylphosphorsamidit] 36 wurde als weißer Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          177mg (92%) 
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DC:                    Rf: 0.35, 0.27 (EtOAc: Hex = 3:2) 
    
1H-NMR:           (400Hz,CDCl3) δ[ppm] 
8.00-7.56(m, 5H, arom.H und H6); 7.44-7.23(m, 9H, arom.H); 6.88-
6.83(m, 4H, arom.H); 6.11(q, 0.5H, J= 2.4Hz, H1´); 6.00 (dd, 0.5H, J= 
2.2Hz, H1´);  5.47-5.14(m, 3H, ArCH, H5 und OCH2O ); 4.97(m, 1H, 
OCH2O); 4.68-4.40(m, 2H, H2´ und H3´); 4.25-4.10(m, 2H, H4´ und 
OCH2CH2CN); 3.80(s, 6H, 2xOCH3); 3.65-3.39(m, 5H, CH(CH3)2, H5´, 
OCH2CH2CN); 2.78-2.61(m, 2H, OCH2CH2CN); 1.57(m, 3H, ArCH(CH3)) 
1.29-1.11(m, 12H, CH(CH3) 2) 
 
31P-NMR:         (162MHz,CDCl3) δ[ppm]  151.2, 150.5  Verhältnis  1.3:1 
 



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
5.13ml (47.56mmol) Aminoacetaldehyddimethylacetal wurden mit 46.47ml (438mmol) 6-
Caprolacton monomer  versetzt und 10 Tage bei Raumtemperatur gerührt. Der Rückstand 
wurde im Ölpumpenvakuum fraktioniert destilliert. Das Produkt 6-
Hydroxyhexansäuredimethoxymethylamid 37 wurde als klare Flüssigkeit erhalten. 
    189
 Ausbeute:          8.24g (79%) 
 
DC:                    Rf: 0.21(Aceton:Hex=1:1) 
    
1H-NMR:           (250 MHz ,CDCl3) δ[ppm] 
5.59(b, 1H, NH); 4.32(t, 1H, J=5.2Hz, H7); 3.61(t, 2H, J=6.7Hz, H1a,b); 
3.39(m, 8H, H6a,b,2xOCH3); 2.17(t, 2H, J=7.3Hz, H5a,b); 1.72-1.54(m, 
4H, H4a,b,H2a,b); 1.45-1.34(m, 2H, H3a,b) 
 
13C-NMR:       (63MHz, DMSO-d6) δ[ppm] 
173.4(CO); 102.6(C7); 62.2(C1); 54.3(C2,OCH3); 40.8(C6); 36.3(C4); 
32.2(C2); 24.3(C3, C4) 
 

















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
2.22g (13.45mmol) 2´-Nitroacetophenon und Aluminiumchlorid wurden in 20ml 
Diethylether gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.69ml (13.45mmol) Brom in 
20ml Diethylether innerhalb von 20 Minuten bei Raumtemperatur. Das Reaktionsgemisch   190
wurde 2 Stunden gerührt. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit 
gesättigter  NaHCO3-Lsg und Salzwasser neutralisiert, über Magnesiumsulfat getrocknet 
und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Das Produkt 2-Brom-1-(2-nitro-
phenyl)-ethanon 38 wurde als gelbes Pulver erhalten. 
 
Ausbeute:          3.02g (92%) 
 
DC:                    Rf:0,63(Diethylether:Hex = 1:1) 
 
Sp:                     55-56
oC 
 
1H-NMR:          (250 MHz , CDCl3) δ[ppm] 













3.35g (13.744mmol)  2-Brom-1-(2-nitrophenyl)-ethanon  38  wurden in 10ml Dioxan 
gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.58g (15.283mmol) Natriumborhydrid in 
10ml Wasser innerhalb von 15 Minuten bei Raumtemperatur. Die Reaktionslösung wurde 
30 Minuten gerührt, mit 10ml 1.35M Natriumhydroxid versetzt und 15 Minuten gerührt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde das Reaktionsgemisch mit Diethylether mehrfach 
extrahiert, mit Salzwasser gewaschen, mit Magnesiumsulfat getrocknet und am 
Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt.  Die Aufreinigung erfolgte durch   191
Säulenchromatographie. (Diethylether / Hexan  1:5) Das Produkt 2-(2-Nitro-phenyl)-oxiran 
39 wurde als gelbes Pulver erhalten. 
 
                  
Ausbeute:          1.69g (78%) 
 
DC:                    Rf: 0.37(Diethylether:Hex = 1:1) 
 
Smp. :               64-65
oC  
 
1H-NMR:          (250 MHz , CDCl3) δ[ppm] 
8.10(d, 1H, J=9.1Hz, arom.H); 7.89-7.37(m, 3H, arom.H); 4.43(q, 1H, 
















3.02g (20mmol) 2-Nitro-benzaldehyd wurden in 40ml Acetontril gelöst und mit 4.08g 
(20mmol) Trimethylsulfoniumiodid, 2.24g (40mmol) Kaliumhydroxid und 0.1ml (5mmol) 
Wasser  versetzt und 90 Minuten bei 60
oC gerührt. Die Reaktionslösung wurde mit 
Diethylether mehrfach extrahiert, mit Wasser mehrfach gewaschen, über 
Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die   192
Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Diethylether/Hexan  1:4) Das 
Produkt 2-(2-Nitro-phenyl)-oxiran 39 wurde als gelbes Pulver erhalten. 
 
Ausbeute:          2.57g (79%) 
 
DC:                    Rf: 0.39(Diethylether:Hex=1:4) 
 
Smp. :               65
oC  
 
1H-NMR:          (250 MHz , CDCl3) δ[ppm] 
8.10(d, 1H, J=9.1Hz, arom.H); 7.89-7.37(m, 3H, arom.H); 4.43(q, 1H, 
















1.68g (10.17mmol) 2-(2-Nitrophenyl)-oxiran 39 wurde in 5ml Dioxan gelöst, mit 10%iger 
16.27ml (1.18mmol) Kaliumcarbonat versetzt und 19 Stunden unter Rückfluß erhitzt. 
Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit  Natriumchlorid gequencht 
und mit Ethylacetat extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit 40ml 
Wasser zweimal gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet, am Rotationsverdampfer 
bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Ethylacetat / Hexan  1:2) Das Produkt 1-(2-Nitrophenyl)-ethan-1,2-diol 40 wurde als 
gelbes Pulver erhalten.   193
 
Ausbeute:         1.27g (68%) 
 
DC:                   Rf: 0.58(Diethylether) 
 
Smp. :               95-96
oC 
    
1H-NMR:          (250 MHz , Aceton) δ[ppm] 
7.79-7.35(m, 3H, arom.H); 5.17(q, 1H, J=3.7Hz, Ha); 4.56(d, 1H, J=4.0Hz, 



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas und 
Lichtausschluss durchgeführt. 1.08g (4.925mmol) 6–Hydroxyhexansäure- 
dimethoxymethylamid  37 wurden in 100ml abs Benzol gelöst und mit 1.698g (1.9eq, 
9.271mmol) 1-(2-Nitrophenyl)-ethan-1,2-diol 40 versetzt. Anschließed erfolgte die   
Zugabe von 94mg (0.493mmol)  p-Toluolsulfonsäure Monohydrat. Die Reaktionslösung 
wurde 20 Stunden mit Rückflußkühler und Wasserabscheider zum Sieden erhitzt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit gesättigter  NaHCO3-Lsg   194
gequencht, mit Ethylacetat extrahiert, über Magnesium-sulfat getrocknet, am 
Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch 
Säulenchromatographie. (Ethylacetat) Das Produkt 6-Hydroxyhexansäure[4-(2-
nitrophenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-amid 41 wurde als gelber Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.97g(58%)         
 
DC:                    Rf: 0.33, 0.15(EtOAc) 
    
1H-NMR:          (250 MHz , Aceton) δ[ppm] 
8.01-7.67(m, 4H, arom.H); 5.52(m, 1H, NH); 5.27(t,1H, J=4.1Hz, H8); 
5.00(t,1H, J=4.1Hz, H8); 4.53(t,1H, J=7.6Hz, H7); 4.35(t,1H, J=7.7Hz, 
H7); 3.94-3.35(m, 6H, H1, H6 und H9); 2.14(m, 2H, H5); 1.50-1.25(m, 6H, 
H2, H3 und H4) 
                          























538.57g/mol   195
 
Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.406g (1.20mmol) 6-Hydroxyhexansäure[4-(2-nitrophenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-amid  41 
wurden in 3ml eines 1:1-Gemisches aus abs Dichlormethan und abs Acetonitril gelöst und 
mit 1.05ml (5eq,6mmol) N,N-Ethyldiisopropylamin versetzt.  Anschließend erfolgte die 
Zugabe von 0.32ml (1.44mmol) 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramidit 
innerhalb von 15 Minuten bei 0
oC. Die Reaktionslösung wurde 10 Minuten bei 0
oC gerührt 
und 3 Stunden bei Raumtemperatur. Nach beendeter Umsetzung wurde die 
Reaktionslösung mit  gesättigter  NaHCO3-Lsg gequencht, mit Ethylacetat mehrfach 
extrahiert, über Magnesiumsulfat getrocknet  und am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt.  Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Ethyl-
acetat) Das Produkt Diisopropyl-2-ethoxycyano-l-pentoxy-5-{[4-(2-nitrophenyl)-
[1,3]dioxolan-2-methyl]-carbamoyl}-phosphoramidit 42 wurde als gelber Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.56g(87%)         
 
DC:                    Rf: 0.85, 0.66(EtOAc); 0.66, 0.24(Diethylether) 
               
1H-NMR:          (400 MHz , Aceton) δ[ppm] 
8.16-7.61(m, 4H, arom.H); 4.10-3.52(m, 10H, H1, H6, H9, 2xCH(CH3)2 und 
OCH2CH2CN); 2.84-2.62(m, 3H, H5 und OCH2CH2CN); 2.32-2.22(m, 1H, H5); 
1.72-1.18(m, 18H, H2, H3, H4 und 4xCH(CH3)2) 
 
 
31P-NMR:         (162 MHz , Aceton) δ[ppm] 
                      148.0   
 




















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 1g 
(6.09mmol) 4-Formylbenzoesäuremethylester  wurden in 20ml Methanol gelöst und mit 
0.16g (0.61mmol) Iod versetzt und 22 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Nach 
beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit Dichlormethan mehrfach extrahiert, 
über Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne 
eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Aluminiumoxid, 
Ethylacetat/Hexan 1:9) Das Produkt 4-Dimethoxymethylbenzoesäuremethylester  43 
wurde als gelbliche Flüssigkeit erhalten. 
 
Ausbeute:          1.09g (90%) 
 
DC:                    Rf: 0.33(EtOAc:Hex=1:10) 
  
1H-NMR:           (250 MHz ,CDCl3) δ[ppm] 
8.03(d, 2H, J=5.0Hz, arom.H); 7.35(d, 2H, J=4.7Hz, arom.H); 5.37(s, 1H, 
CH(OCH3)2); 3.85(s, 3H, CO2CH3); 3.24(s, 6H, CH(OCH3)2)   
 
 












Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
5.41g (25.74mmol) 4-Dimethoxymethylbenzoesäuremethylester 43 wurden in 103ml tert.-
Butanol gelöst, mit 2.43g (64.35mmol)  Natriumborhydrid versetzt und mit Rückflußkühler 
zum Sieden erhitzt. Anschließend erfolgte die Zugabe von 20.6ml Methanol innerhalb von 
1 Stunde. Die Reaktionslösung wurde  90 Minuten bei dieser Temperatur gerührt, auf 0
oC 
abgekühlt und mit 250ml Wasser  versetzt. Nach beendeter Umsetzung wurde 
Reaktionslösung mit Diethylether mehrfach extrahiert und mit Wasser gewaschen, über 
Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur Trockne eingeengt. Die 
Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. (Dichlormethan / Ethylacetat 10:1) 
Das Produkt (4-Dimethoxymethylphenyl)-methanol  44 wurde als gelbliche Flüssigkeit 
erhalten. 
 
Ausbeute:          3.06g (65%) 
 
DC:                    Rf: 0.24(EtOAc:DCM=1:10) 
  
1H-NMR:           (250 MHz , Aceton-d6) δ[ppm] 
7.31(s, 4H, arom.H); 5.46(s, 1H, CH(OCH3)2); 4.52(s, 2H, CH2OH); 













Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Rundkolben unter Schutzgas und 
Lichtausschluss durchgeführt. 0.5g (2.72mmol) (4-Dimethoxymethylphenyl)-methanol 44 
und 1g (2eq, 5.44mmol) 1-(2-Nitrophenyl)-ethan-1,2-diol 40 wurde in 35ml abs Benzol 
gelöst, mit 52mg (0.27mmol) p-Toluolsulfonsäure Monohydrat (0.27mmol) versetzt und 20 
Stunden mit Rückflußkühler und Wasserabscheider zum Sieden erhitzt. Nach beendeter 
Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit  gesättigter  NaHCO3-Lsg gequencht, mit 
Ethylacetat extrahiert, über Magnesiumsulfat getrocknet, am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Ethylacetat/Hexan  1:1) Das Produkt {4-[4-(2-Nitrophenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-phenyl}-
methanol 45 wurde als gelber Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.73g (89%) 
 
DC:                    Rf: 0.50(EtOAc:Hex=1:1) 
  
1H-NMR:           (250 MHz , Aceton-d6) δ[ppm] 
8.04 - 7.28(m, 8H, arom.H); 5.69(m, 1H, OCH); 4.67 – 4.45(m, 3H, CH2OH 
und OCHO); 4.16 – 3.71(m, 2H, OCH2CH)  
 
ESI(+):            m/z      301.7([M]



















Die Reaktion wurde in einem ausgeheizten Schlenkkolben unter Schutzgas durchgeführt. 
0.5g (1.66mmol) {4-[4-(2-Nitrophenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-phenyl}-methanol 45 und  1.44ml 
(5eq,8.28mmol) N,N-Ethyldiisopropylamin wurden in 3ml eines 1:1-Gemisches aus abs 
Dichlormethan und abs Acetonitril gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0.44ml 
(1.99mmol) 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramidt innerhalb von 15 Minuten bei 
0
oC. Die Reaktionslösung wurde 10 Minuten bei 0
oC gerührt und 1 Stunde bei 
Raumtemperatur. Nach beendeter Umsetzung wurde die Reaktionslösung mit 1ml n-
Butanol gequencht, mit Ethylacetat mehrfach extrahiert, mit gesättigter   NaHCO3-Lsg 
gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und am Rotationsverdampfer bis zur 
Trockne eingeengt.  Die Aufreinigung erfolgte durch Säulenchromatographie. 
(Dichlormethan /Ethylacetat  10:1) Das Produkt Diisopropyl-phosphoramidous acid 2-
cyano-ethyl ester 4-[4-(2-nitro-phenyl)-[1,3]dioxolan-2-yl]-benzyl ester 46 wurde als gelber 
Schaum erhalten. 
 
Ausbeute:          0.78g (94%) 
 
DC:                    Rf: 0.76, 0.82(EtOAc:DCM=1:10) 
    200
1H-NMR:           (250 MHz , Aceton-d6) δ[ppm] 
8.16 - 7.45(m, 8H, arom.H); 5.80(m, 1H, OCH); 4.87 – 4.64(m, 3H, 
CH2OH und OCHO); 4.16 – 3.71(m, 2H, OCH2CH, NCH(CH3)2) und 
OCH2CH2CN); 2.71(m, 2H, OCH2CH2CN); 1.28(m, 12H, NCH(CH3)2)     
 
31P-NMR:      (162MHz, Aceton-d6) δ[ppm]    
                           149.90, 149.86 Verhältnis 1.6 : 1            
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9.3.1 Eingesetzte Pufferlösungen 
 
9.3.1.1 Eingesetzte Pufferlösungen für die Anionenaustausch-HPLC 
(RNA-Aufreingung) 
 
- Puffer A: DEPC-Wasser mit LiOH auf pH 8,0 eingestellt 




1 ml Diethylpyrocarboonat wird zu 1 L Millipore Wasser (deionisierte-Wasser) gegeben, 
über Nacht bei Raumtemperatur stehen gelassen und 40 min bei 120 
oC autoklaviert. 
Nach dem Abkühlen auf Raumtemperatur wird die Lösung mit ges., wässriger steriler 
LiOH-Lösung auf pH 8,0 eingestellt. 
 
1 M Lithiumchlorid (LiCl)-Lösung 
 
1 mol (42,39 g) Lithiumchlorid wird in 1 L DEPC-Wasser (deionisierte-Wasser) gelöst, 
über Nacht bei Raumtemperatur stehen gelassen und 40 min bei 120 
oC autoklaviert. 
Nach dem Abkühlen auf Raumtemperatur wird die Lösung mit ges., wässriger sterier 
LiOH-Lösung auf pH 8,0 eingestellt. 
  
9.3.1.2  Eingesetzte Pufferlösungen für Reverse-Phase-HPLC (RP-   
HPLC)(DNA-Aufreingung) 
 
- Puffer A: 0.1 M TEAA (Triethylammoniumacetat)-Lösung 
- Puffer B: Acetonitril 
 
0.1 M TEAA (Triethylammoniumacetat)-Lösung 
   202
140 ml Triethylamin wird unter Eiskühlung mit 58 ml Essigsäure und 600 ml Millipore 
Wasser (deionisiertes Wasser) versetzt, mit Millipore Wasser auf ein Gesamtvolumen von 
1L aufgefüllt und mit Essigsäure oder Triethylamin auf pH 7,0 eingestellt. Für Reverse-
Phase-HPLC-Läufe wird die Stammlösung vor Gebrauch zehnfach mit Millipore Wasser 
verdünnt.  
 
9.3.1.3 Eingesetzte Pufferlösungen für die Aufnahme der UV-
Schmelzkurven, CD-Spektren und Fluorezenz-Spektren 
 
- Phosphatpuffer der Zusammendetzung 140 mM NaCl, 10 mM NaH2PO4  und  10      
mM Na2HPO4 in DEPC Wasser (pH 7,0)  
 
Phosphatpuffer (pH 7,0) 
 
818 mg Natriumchlorid (14,0 mmol, NaCl), 66 mg Dinatriumhydrogenphosphat 
Dodecahydrat (0,423 mmol, Na2HPO4*12H2O) und 207 mg Natriumdihydrogen phosphat 
Dihydrat (0,577 mmol, NaH2PO4*2H2O) werden in 100 ml DEPC-Wasser gelöst. Die 
Lösung wird mit LiOH-Lösung auf pH 7,0 eingestellt.  
 
9.3.2  Synthese der Oligonukleotide 
 
Die in dieser Arbeit synthetisierten Oligodesoxynukleotide wurden nach der 
Phosphoramidit-Methode an Modell Expedite 8909 Synthesizer von PerSeptive 
Biosystem hergestellt. Der CPG-Träger von PerSeptive Biosystems (Porengröße 500 Å) 
wurde im 1 µmol Maßstab eingesetzt. Die Standardkupplungszeit von 10 min. für DNA- 
und RNA-Bausteine wurde für alle modifizierten Nukleotide übernommen. Die 
Standardkupplungszeiten der 10 Minuten für DNA- und RNA-Bausteine wurde für das 
modifizierte Nukleotid übergenommen. Bei der Festphasensynthese von RNA-
Oligodesoxynukleotiden wurde die Dimethoxytriphenyl-methylgruppe (DMTr) des finalen 
Baustein (DMT-off Modus) abgespalten und bei der Festphasensynthese von RNA-
Oligodesoxynukleotiden die terminale DMTr-Schutzgruppe (DMT-on Modus) nicht. 
Die Festphasensynthese der RNA-Oligonukleotide wurde wie in Kapital 5.3 beschrieben 
durchgeführt und die Festphasensynthese der DNA-Oligonucleotide wurde wie in Kapital 
6.3 beschrieben.    203
9.3.2.1 Festphasensynthese der RNA-Oligonukleotid 
 
9.3.2.1.1  Festphasensynthese der TBDMS-Schutzgruppe an der 2´-
Position geschützten RNA-Oligonukleotid  
 
Die RNA-Oligonukleotide wurden bei 30
oC über Nacht mit einer Lösung von Ammoniak 
und Ethanol (3:1) entschützt und vom Träger abgespalten. Nach Sterilfiltration über 
Nalgene 0,2 µm Spritzenfilter wird diese Oligonukleotid-Lösung in der SpeedVac bis zur 
Trockne eigeengt. Danach wurde 300µl gemischte Lösung (3eq N-Methyl-2-pyrrolidon, 
1,5eq Triethylamin und 2eq Triethylamin-Trihydrofluorid-Lösung) zu den Oligonukleotiden 
zugesetzt und 1,5 Stunden bei 65
oC inkubiert. Nach Zugabe von 1.2ml n-Butanol wurde 
die Lösung 30 Minuten bei  -77
 oC abgekühlt und 30 Minuten bei  0
 oC und 12000 rpm 
zentrifugiert. Es folgte die Aufreinigung mittels Anionenaustausch-HPLC. 
 
9.3.2.1.2  Festphasensynthese der CEM-Schuttzgruppe an der 2´-
Position geschützten RNA-Oligonucleotid  
 
Die RNA-Oligonukleotide wurden bei 30
oC über Nacht mit einer Lösung von Ammoniak 
und Ethanol (3:1) entschützt und vom Träger abgespalten. Nach Sterilfiltration über 
Nalgene 0,2 µm Spritzenfilter wurde diese Oligonukleotid-Lösung an SpeedVac bis zur 
Trockne eigeengt. Danach wurden 2,5ml gemischte Lösung (1M 
Tetrabutylammoniumfluorid-Lösung in THF, 10% n-Propylamin und 1% 2-
Mercaptoethylether) zu den Oligonukleotiden zugesetzt und 8 Stunden bei 
Raumtemperatur inkubiert. Nach Zugabe von 2,5ml sterilem TRIS-Puffer (pH 8,0) wurde 
diese Oligonukleotid-Lösung in der SpeedVac bis zur Trockne eigeengt. Die sehr 
salzhaltigen Oligonukleotide wurden mit Sephadex G25-Säulen entsalzt und in der 
SpeedVac bis zur Trockne eigeengt. Es folgte die Aufreinigung mittels Anionenaustausch-
HPLC. 
 
9.3.2.2  Festphasensynthese der DNA-Oligonucleotid  
 
Die DNA-Oligonukleotid wurde bei Raumtemperatur über Nacht mit  konz. Ammonia 
entschützt und vom Träger abgespalten. Die Oligonukleotid-Lösungen wurden in der   204
SpeedVac bis zur Trockne eigeengt. Das Oligodesoxynukleotid wurde mittels reverse-
phase-HPLC aufgereinigt. 
 
9.3.3 Aufreinigung  der  Oligonukleotide 
 
9.3.3.1  Aufreinigung von RNA durch Anionenaustausch-HPLC 
 
Die RNA-Oligonukleotide wurden mittels Anionenaustausch-HPLC aufgereinigt. Die HPLC 
Anlage von JASCO bestand aus PU-980 Pumpe, LG-980-02-Mixer, UV-970 Detektor, 
Säulenofen und Computer zur Verfügung. Als präparative Säule wurde die Dionex 
NucleoPac™ PA100 Säule (250 × 9 mm) mit einer Flußrate von 5 ml/min. benutzt. Zur 
Aufreinigung wurden lineare Gradienten von 0% bis 70% Puffer B in A verwendet (Puffer 
A: DEPC-Wasser (pH 8,0), Puffer B: 1 M LiCl (pH 8,0). in 40 min.). Die UV-Detektion 
erfolgte bei einer Wellenlänge von 254 nm. Nach erfolgter Trennung wurde das 
Oligonukleotid mit Sephadex G25-Säulen entsalzt und in der SpeedVac bis zur Trockne 
eigeengt.  
 
9.3.3.2  Aufreinigung von DNA durch reverse-phase-HPLC 
 
Die DNA-Oligonukleotide wurden mittels reverse-phase-HPLC aufgereinigt. Die HPLC 
Anlage von JASCO bestand aus L-6220 Intelligent Pumpe, D6000 Interface, L-4250 UV-
VIS Detektor und Computer. Als präparative Säule wurde RP18 mit einer Flußrate von 4 
ml/min. benutzt. Zur Aufreinigung von Acetal-Schutzgruppen  wurden die linearen 
Gradienten von 0% bis 40% Puffer B in A verwendet (Puffer A: 0.1 M TEAA (pH 7,0), 
Puffer B: Acetonitril. in 40 min.). Zur Aufreinigung der Nitrobenzol-Schutzgruppe wurden 
lineare Gradienten von 30% bis 60% Puffer B in A verwendet (Puffer A: 0.1 M TEAA (pH 
7,0), Puffer B: Acetonitril. in 30 min.). Die UV-Detektion erfolgte bei einer Wellenlänge von 





Die aufgereinigte DNA wurde in 1 ml Millipore Wasser gelöst. Bei RNA wurde in 1 ml 
DEPC Wasser gelöst. In 10 mm Quarzküvette wurden 1000 µl Millipore bzw. DEPC   205
Wasser aufgefüllt und 10 µl des Oligonukleotids in die Quarzküvette gegeben. Die 
optische Dichte wurde bei 260 nm gemessen. Der Wert wurde mit dem 
Verdünnungsfaktor (100) multipliziert. . Das Ergebnis ist die Ausbeute in OD260-Einheiten. 
Mit Hilfe des Lambert-Beerschen Gesetzes läßt  sich dieser OD-Wert in Konzentration 
übersetzen (Gleichung [10.1]).  
 
         [10.1]          OD260 = ε·c·d                                                                   
ε : molarer Extinktionskoeffizient der Oligonukleotide 
c : gesuchte Konzentration (mol/L) 
d : Schichtdichte der Küvette (1 cm) 
  
Die gesuchte Konzentration der Lösung kann auch aus dem Lambert-Beerschen Gesetz 
berechnet werden (Gleichung [10.1]). 
  
          [10-2]  c = OD260 / ε · d 
 
Der molare Extinktionskoeffizient läßt sich aus den bekannten Extinktionskoeffizienten bei 
den einzelnen Nukleotiden bestimmen. Zur Bestimmung des molaren 
Extinktionskoeffizienten wird die Wechselwirkung der Chromophore mit ihren nächsten 
Nachbarn berücksichtigt. Der Extinktionskoeffizient kann mit der Gleichung [10.3] 
berechnet werden. Die einzelnen Extinktionskoeffizienten sind in Tabelle 10.1 
angegeben.  
 
          [10.3]         ε (ACGU······) = 2 [ε (AC) + ε (CG) + ε (GU) + ······] – [ε (C) + ε (G) +  
ε (U) + ··········] 
 
Baustein RNA  DNA  Baustein RNA  DNA 
A 15,34  15,34  CG  9;39  9;39 
C 7,6  7,6  CU(CT)  8;37  7;66 
G  12,16 12,16 GA  12;98 12;92 
U(T) 10,21  8,7  GC  9;19 9;19 
AA  13,56 13,56 GG  11;43 11;43 
AC  10,67 10,67 GU(GT)  10;96 10;22   206
AG 12,79  12,79  UA(TA) 12;52  11;78 
AU(AT) 12,14  11,42  UC(TC) 8;9  8;15 
CA 10,67  10,67  UG(TG)  10;4  9;7 
CC 7,52  7,52  UU(TT)  10;11  8;61 
 
Tabelle 10.1 : Extinktionskoeffizienten für monomere und dimere Nukleotide bei 260 nm, 
25°C, pH 7,0 und einer Ionenstärke von  0,1. 
 
 
9.3.4.1 Bestimmung der Tm-Werte  
 
Die UV-Schmelzkurven wurden in einem Zweistrahl UV-/VIS-Spektralphotometer Cary 1 
der Firma Varian mit Peltier-gesteuertem, thermostatisierbarem Küvettenhalter 
gemessen. Ein Phosphat-Puffer der Zusammensetzung 140 mM Natriumchlorid, 10 mM 
Dinatriumhydrogenphosphat und 10 mM Natriumdihydrogenphosphat wurde als Puffer zur 
Messung  in DEPC Wasser verwendet (pH 7,0). 
 
Messung der Tm-Werte 
 
1.  Vorbereitungsschritt zur Messung :  Eine Küvette der Schichtdicke 1 cm wurde als 
eine Referenzküvette mit 1 ml des Puffers gefüllt und in den Referenzstrahl 
gestellt. Eine weitere Küvette der gleichen Schichtdicke wurde als eine 
Probenküvette mit dem gleichen Puffer befüllt und  in den Strahlengang 
eingebracht. Nach dem Nullabgleich bei 260 nm bei 20 
oC  wurde eine 
Konzentration von je 2 µM der beiden Stränge in die Probenküvette pipettiert.  
 
2.  Die Messung begann mit einer Denaturierung. Dazu wurden die Küvetten für 10 
min. auf 80°C bzw. 70°C für unmodifizierte bzw. modifizierte Stränge erhitzt, 
anschließend zur Renaturierung mit 5°C/min. bis 10°C oder 20°C abgekühlt und 
bei dieser Temperatur für 10 Minuten gehalten.  
 
3. Die Aufnahme der Schmelzkurve wurde bei 260nm und mit einer Heizrate von 
0,5°C/min. durchgeführt. Alle 30 Sekunden wurde ein Datenpunkt registriert.  
   207
4.  Nach beendeter Messung wurden die Probenküvetten auf 20°C abgekühlt.  
 
Alle Messungen wurden mindestens als Doppelbestimmungen durchgeführt. Für alle 
Messungen unterhalb 20°C wurde die Küvettenkammer mit Stickstoff gespült, um 
Kondensation der Luftfeuchtigkeit auf den Küvettenoberflächen zu vermeiden. 
 
9.3.5 CD-Spektroskopie der Oligonukleotide 
 
Die CD-Spektren wurden in einem JASCO J-710 Spektropolarimeter mit einem Peltier-
gesteuertem, thermostatisierbarem (Neslab RTE-100) Küvettenhalter gemessen. Eine 
Küvette der Schichtdicke 0,2 cm wurde mit den gleichen Proben, die zuvor in der UV-
Spektroskopie eingesetzt worden waren, gefüllt.  
Die Spektren wurden jeweils fünfmal bei 20
oC im Bereich von 350 nm bis 200 nm 
akkumuliert. Das Spektropolarimeter-Gerät wurde unter  Bedingungen (resolution 1 nm, 
scan speed 50 nm/min., response 1 sekunde und band width 1,0 nm) eingestellt. Von den 
so aufgenommenen Spektren wurde immer das bei gleicher Temperatur registrierte 
Spektrum des Puffers subtrahiert. Das Spektrum des Phosphat Puffer wurde mit baseline 




Die Fluoreszenz-Spektren wurden an einem Hitachi F-4500 Fluoreszenz-
Spektrophotometer gemessen. Eine Küvette wurde mit dem gleichen Puffer, Phosphat 
Puffer, das in der UV- und CD-Spektroskopie eingesetzt wurde, gefüllt. Als Puffer wurde 
ein Phosphatpuffer der Zusammensetzung 140 mM Natriumchlorid, 10 mM 
Dinatriumhydrogenphosphat und 10 mM Natriumdihydrogenphosphat in DEPC Wasser 
(pH 7,0) verwendel. Es wurden 2 µM Pyren-gelabelter RNA in diesem Phosphatpuffer in 
einer Flluoreszenz-Küvette einpipettiert. Das Emission-Spektrum wurde bei einer 
Einstrahlwellenlänge von 395 nm im Bereich 700-300 nm bei Raumtemperatur fünfmal 
gemessen. Folgende Parameter wurden eingestellt : slit Ex/Em : 10/10 nm bzw. 5/5 nm, 
700V.  
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A   Adenin, Adenosin 
Å   Ångström 
Abb.   Abbildung 
abs.   absolut 
Ac   Acetyl 
ATP              Adenosintriphosphat  
 
BPEA           bis(phenylethynyl)anthracen 
br   breit 
bzw.   beziehungsweise 
 
C   Cytosin,  Cytidin 
°C Grad  Celsius 
c                   gesuchte Konzentration (mol/L) 
ca.   circa 
CBPy              1-(4-Ethinyl-phenylethinyl)-pyren-cytidin 
CD   Circular  Dichroismus 
CEM             2-Cyanoethoxymethyl 
CEM-Cl        2-Cyanoethyl chlormethyl ether 
cm   Zentimeter 
CPG    controlled pore glass (engl.) 
Cpy                1-Ethinylpyren 
Ctmp            1-(2-chloro-4-methylphenyl)-4-methoxypiperidin-4-yl 
CTP              Cytidin triphosphat 
δ Chemische  Verschiebung 
 
d                   Schichtdichte der Küvette (1 cm) 
d   Dublett   232
DC   Dünnschichtchromatographie 
DCM Dichlormethan 
dd    Dublett von Dublett 




0   Freie  Standardreaktionsenthalpie 
∆H
0   Standardreaktionsenthalpie 
d.h.   das  heißt 
DIPEA Diisopropylethylamin 
DMF   N,N-Dimethylformamid 
DMSO Dimethylsulfoxid 
DMSO-d6  Dimethylsulfoxid sechsfach deuteriert 
DMTr   Dimethoxytriphenylmethyl, Dimethoxytrityl 
DNA   Desoxyribonukleinsäure 
∆S
0   Reaktionsentropie 
dt    Dublett von Triplett 
 
E    Extinktion (engl.: absorbance) 
engl.   englisch 
ε                    molarer Extinktionskoeffizient der Oligonukleotide 
eq.   Equivalente 
ESI(-)   Elektrospray-Ionisation im negativen Modus 
ESI(+)   Elektrospray-Ionisation im positiven Modus 
Et   Ethyl 
et al.    et alii (und andere) 
 
FC                Flash-Chromatographie 
fl.   flüssig 
Fpmp            1-(2-Fluorophenyl)-4-methoxypiperidin-4-yl 
FT   Fourier  Transformation 
 
g   Gramm 
ges.   gesättigt(e)   233
GTP              Guanosintriphosphat 
 
HMPT           Hexamethyl-phosphorsäuretriamid 
HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (engl.: high performance liquid 
chromatography) 
Hz   Hertz 
 
iPr   Isopropyl 
IR   Infrarot 
 
J    Kopplungskonstante in der NMR-Spektroskopie 
 
K   Kelvin 
kcal   Kilokalorien 
konz.   konzentriert 
 
λ Wellenlänge 
ln   natürlicher  Logarithmus 
log   dekadischer  Logarithmus 
Lsg.   Lösung 
 
M   molar 
m   Multiplett 
MALDI  Matrix unterstützte Laser Desorption/Ionisation (engl.: matrix assisted laser 
desorption/ionization) 
max.   maximal 
Me   Methyl 
MeOH Methanol 
mg   Milligramm 
MHz   Megahertz 
min.   Minute(n) 
ml   Milliliter 
mM   millimolar 
mmol   Millimol   234
mRNA   Boten-Ribonukleinsäure 
MS   Massenspektrometrie 
Mthp             4-Methoxytetrahydropyran-2-yl 
 
N   normal 
nbm              [(2-Nitrobenzyl)oxy]methyl 
NBS              N-Bromsuccinimid 
nM   nanomolar 
nm   Nanometer 
NMR    Kernmagnetische Resonanz (engl.: Nuclear Magnetic Resonance) 
(R)-npeom    [(R)-1-(o-Nitrobenzyl)ethoxy]methyl 
Nr.   Nummer 
 
o   ortho 
OD260   Optische Dichte bei 260 nm, Extinktion bei 260 nm 
ODN   Oligodesoxynukleotid 
 
p   para 
p.a.   pro  analysi 
PCR    Polymerase Ketten Reaktion (engl.: polymerase chain reaction) 
PEPy            1-phenylethynylpyren 
ppm   parts  per  million 
 
q   Quartett 
 
Rf   Retentionsfaktor 
RNA   Ribonukleinsäure 
RP    Umkehrphase (engl.: reversed phase) 
rpm    Umdrehungen pro Minute (engl.: revolutions per minute) 
rRNA   ribosomale  Ribonucleinsäure 
RT   Raumtemperatur 
 
s   Singulett 
s   Sekunde(n)   235
So                 Grundstand 
S1                 Singulettzustand 
S2                 Singulettzustand 
Sdp.   Siedepunkt 
Smp.   Schmelzpunkt 
SN Nukleophile  Substitution 
Std.                Stunde 
sym.   symmetrisch 
 
T   Thymin,  Thymidin 
T   Temperatur 
T1                  Triplett-Zustand 
t   Triplett 
TBDMS  tert. Butyldimethylsilyl 
TBAF   Tetrabutylammoniumfluorid 
TCA   Trichloressigsäure 
TEA   Triethylamin 
techn.   technisch 
tert.   tertiär 
THF   Tetrahydrofuran 
Thp               Tetrahydropyran-2-yl 
Tm   Schmelztemperatur  (engl.: melting temperature) 
TMS   Trimethylsilyl 
TOF    Flugzeit (engl.: time of flight) 
TOM   Triisopropylsilyloxymethyl 
tRNA   transfer  Ribonucleinsäure 
 
U   Uracil,  Uridin 
UTP              Uridintriphosphat 
UV   Ultraviolett 
 
VIS    sichtbar (engl.: visible) 
z.B.   zum  Beispiel 
   236
11.2 Curriculum Vitae 
 
 
Name                                   Taewoo  Kwon 
 
Geburtsdatum / -ort              28. November 1966 in Kyungnam ( Süd-Korea) 
Staatsangehörigkeit             Süd-Koreanisch 
Familienstand                       verheiratet. 2 Kinder 
 
Studium 
12/2001-12/2005                  Doktorarbeit 
J.W.Goethe-Universität Frankfurt, Institut für Organische 
Chemie und Chemische Biologie, AK Prof. Engels 
Thema : Synthese und Charakterisierung Pyren-
gelabelterOligonukleotide 
03/1995-02 1997                  Diplomarbeit 
A-Jou Universität, institut für Organische Chemie,  
AK Prof. Kay 
Thema : Synthesis of 4,7-Dibromo-12,15- Bis(malono-
nitrile)[2.2]Paracyclophane 
03/1986-02/1995                  Studium der Chemie(Bachelor) 
A-Jou Universität 
Schule 
03/1982-02/1985                  Kwangsung-High School 
03/1979-02/1982                  Sungmoon-Middle School 
03/1973-02/1979                  Seokyo-Groundschule 
 
Ausbildung und Berufstätigkeit 
12/2001-12/2005                  Wissenschaftlicher Angestellter  
am Institut  für Organische Chemie und Chemische Biologie 
(OCCB) der Johann Wolfgang Goethe-Universität Frankfurt 
am Main  
 
   237
11.3 Publikationen 
 
Taewoo Kwon, Nelly Piton, Christian Grünewald and Joachim W. Engels, Synthesis of 
Pyrene labelled RNA for Fluorecence Measurements, Nucleosides, Nucleotides and 
Nucleic acids, 2007, in Druck 
 
Christian Grünewald, Taewoo Kwon, Nelly Piton, Ute Förster, Josef Wachtveitl and 





Martina M.Adams,Jan W.Bats,Taewoo Kwon and Joachim W.Engels, Microwave-Assisted 
Synthesis and Biological Activity of Fluoroquinolone-nucleosides, TRIoH, 21-23, 2005, 
Frankfurt am Main, Deutschland 
 
Christian Grünewald, Nelly Piton, Taewoo Kwon,and Joachim W. Engels, Synthesis of 2-
(1-ethynylpyrenyl)-adenosine modified RNA, Roundtable of Nucleosides, Nucleotides and 
Nucleic Acids, September. 2006, Bern, Schweiz 
 
 